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innerhalb  der Zelle  übernimmt.  Im Gegensatz  zu Desoxyribonukleinsäure  (DNA), 
die für die Speicherung der genetischen Information zuständig ist, fungiert RNA als 
wichtiges  Intermediat während des Ablesens der genetischen  Information und des 
Übersetzens  dieser  Information  in  einen  Polypeptidstrang.  Dieser  faltet  sich 
abschließend zum  für die Zelle  lebensnotwendigen Protein. Darüber hinaus  ist seit 
kurzem  bekannt,  dass  RNA  wichtige  Aufgaben  innerhalb  der  Regulation  des 
Metabolismus der Zelle durch RNA‐Interference und Riboswitchs übernimmt.  
Um diese Vielfalt gewährleisten zu können, muss RNA extrem variabel und flexibel 
sein.  Dies  wird  ermöglicht,  indem  ihr,  im  Gegensatz  zur  DNA  mit  ihren  vier 
Standardbasen, eine große Anzahl an Nukleotidmodifikationen zur Verfügung steht. 



























eine Amidinfunktion. Man  vermutet,  dass Queuosin  eine wichtige Rolle während 





tRNA‐Struktur  notwendig  ist.  Die  genaue  Funktionsweise  der  tRNA  Nukleotid‐
modifikationen  ist  aber  gänzlich  unverstanden.  Aus  diesem  Grund  soll  mit  der 
Synthese  dieser  beiden  Modifikationen  der  Grundstein  für  weitere  physikalisch‐
chemische, sowie biologische Studien gelegt werden.  
Während Queuosin  in  den  70er  Jahren  in  einer  30‐stufigen  Synthese  synthetisiert 
wurde, existiert bislang keine Synthese von dem  tRNA Nukleosid Archaeosin. Für 
beide 7‐Desazabausteine wurde daher im Rahmen dieser Dissertation eine neue, im 
Fall  von  Queuosin  eine  außerdem  sehr  viel  kürzere  als  die  bekannte,  Synthese 
entwickelt.  
 
Für  die  Synthese  von  Queuosin  wurde  zunächst  das  Cyclopentenylamin  III  aus 
D‐(‐)‐Ribose in 5 Schritten synthetisiert. Schlüsselschritt der kurzen Synthesesequenz 
war die Mitsunobu‐Inversion des Allylalkohols  I mit  Stickstoffwasserstoffsäure.  Im 
Gegensatz  zu  bisherigen  Veröffentlichungen  konnten  Reaktionsbedingungen 













































Für  die  Synthese  von  Queuosin  sollte  nun  III  mit  7‐Formyl‐desazaguanosin  V 
reduktiv aminiert werden. Dazu wurde eine 7‐Iod‐desazaguaninbase  in vier Stufen 
hergestellt und nach Vorbrüggen‐Bedingungen zum Nukleosid IV glykosidiert. Eine 
Palladium‐katalysierte  Kohlenmonoxidinsertion  führte  nun  zum 7‐Formyl‐
guanosin V und die anschließende Entschützung zur tRNA Modifikation Queuosin. 
Queuosin  konnte  somit  in  nur  14  Stufen  und  einer  Gesamtausbeute  von  7% 
synthetisiert werden.  
 
Für  die  Synthese  von  Archaeosin  wurden  Koenigs‐Knorr‐Glykosidierungs‐
bedingungen verwendet. 7‐Cyano‐desazaguanin VI wurde  in 4 Stufen synthetisiert 
und  erfolgreich mit  einer  chloraktivierten  Ribose  glykosidiert.  Entschützung  und 



























In  einer  Kooperation mit  der  Gruppe  um  Prof.  Ficner  der  Universität  Göttingen 
wurde die Base preQ1 hergestellt und  in Co‐Kristallisationstudien eingesetzt. PreQ1 


















For  a  long  time  it  has  been  known  that  ribonucleic  acid  (RNA)  takes  over many 
functions  in  the cell. Whilst Deoxyribonucleic acid  (DNA)  is  responsible  for saving 
the genetic  information, RNA  is an  important  intermediate between the read‐out of 
the genetic  information and the translation of this  information  into a peptide chain, 
which then folds into a protein. Furthermore it is known that RNA takes over tasks 
such  as  regulation  of  the  metabolism  of  the  cell  through  RNA‐interference  and 
riboswitches.  
To  assure  this  diversity,  RNA  is  extremely  variable  and  flexible.  This  is  possible 
because RNA features, next to the standard four nucleotides, a number of nucleotide 
modifications.  Beside  simple  modifications,  like  sugar‐  or  base‐methylated 
nucleotides, in the RNA, mainly in the tRNA, complex nucleotide modifications are 
























carries an amidine  function.  It  is proposed  that queuosine  takes over an  important 
part  during  the  translational  process,  whereas  archaeosine  is  essential  for  the 






This  is  the  reason  why  a  synthesis  of  these  two  nucleotide  modifications  was 
performed as the basis for more physico‐chemical and biological studies.  
While queuosine was synthesized in the seventies in a 30 step synthesis, there was no 




For  the  synthesis  of  queuosine  cyclopentenylamine  III  was  synthesized  from 
D‐(‐)‐ribose  in  five  steps.  The  key  step  in  this  short  sequence  was  a Mitsunobu‐
inversion of allylic alcohol I with hydrazoic acid. In contrast to present publications, 
reaction conditions were  found  in which  the Mitsunobu‐reaction  lead exclusively  to 
the  SN2‐product. At  the  same  time  the  [3.3]  sigmatrope  allyl‐azide  rearrangement 







































For  the  synthesis  of  queuosine,  III  was  reductively  aminated  with  7‐formyl‐
desazaguanosine V. A 7‐Iodo‐desazaguaninbase was synthesized  in  four  steps and 
glycosylated with Vorbrüggen‐conditions to nucleoside IV. The Palladium‐katalyzed 





deprotection  to  the  tRNA modification  queuosine. Queuosine was  synthesized  in 
only 14 steps with a total yield of 7%.  
 
For  the  synthesis of  archaeosine Koenigs‐Knorr‐glycosidation  conditions were used. 




































PreQ1  is  an  important  intermediate  in  the biosynthesis of queuosine  and part of  a 
riboswitch gene regulation mechanism. In this dissertation two new, short synthetic 
pathways to this molecule were developed. 


















Die Ribonukleinsäure – Ein Bote der Zelle 
 
Die Nukleinsäure mit der Desoxyribonukleinsäure (DNA) und Ribonukleinsäure 
(RNA) als ihren wichtigsten Vertretern steht nun schon seit über 50 Jahren intensiv 
im Interesse der Forschung. Nach der bahnbrechenden Veröffentlichung der 
molekularen Struktur der Nukleinsäure 1953 von Watson und Crick1, 2 folgten weitere 
große Fortschritte in den Untersuchungen auf diesem Gebiet, wie 1972 die 
Entdeckung, dass DNA verschiedenster Organismen enzymatisch geschnitten und 
wieder zusammengefügt werden kann.3 Die Erfindung der 
Polymerasekettenreaktion (PCR) im Jahr 1985 erlaubte die unbegrenzte 
Vervielfältigung von DNA Fragmenten.4 Im Jahr 2001 erreichte die 
Nukleinsäureforschung mit der vollständigen Entschlüsselung des menschlichen 
Genoms einen weiteren wichtigen Meilenstein.5 Dennoch ist die Chemie und 
Biochemie der Nukleinsäuren noch lange nicht vollständig verstanden. Auf dem 
Gebiet der Desoxyribonukleinsäure sind noch weitergehende Untersuchungen zu 
den Mechanismen der Replikation, der Schädigung und der Reparatur der DNA 
erforderlich. Zum anderen muss noch erforscht werden, welche biologischen 
Funktionen den Tausenden von Genen zuzuordnen sind, bzw. wie diese Information 
in der Zukunft zu einem besseren Verständnis des Zellmetabolismus führen kann.  
Seit kurzem ist aber auch mit der Ribonukleinsäure eine weitere Nukleinsäure-
Spezies im besonderen Fokus der Forschergemeinde. Lange Zeit wurde der 
Ribonukleinsäure nur die Botenfunktion der genetischen Information von der DNA 
zum Ribosom zugewiesen. Erst am Ende des 20. Jahrhunderts konnte gezeigt 
werden, dass RNA-Moleküle Reaktionen katalytisch beschleunigen können.6 Die 




schneiden kann; das RNA Polymeraseribozym katalysiert die eigene RNA Synthese.7 
Kleine RNA Fragmente, wie die short interfering RNA (siRNA), die micro RNA 
(miRNA) oder die antisense RNA dienen zur Feinregulation der Proteinbiosynthese.8 
Dieser Prozess der RNA-Interference (RNAi) ist zur Zeit ein wichtiger Teil der RNA 
Forschung.8 
 
Doch auch der Prozess der Translation, der Übertragung der genetischen 
Information von der messenger RNA (mRNA) auf einen Polypeptidstrang, vermittelt 
von der transfer RNA (tRNA), ist nicht vollständig verstanden. Die Zelle setzt zum 
Beispiel eine große Anzahl von Enzymen ein, um einzelne RNA Nukleotide zu 
modifizieren. Bisher sind 95 unterschiedliche Modifikationen bekannt, von denen die 
meisten innerhalb der tRNA lokalisiert sind. Die komplexesten Modifikationen der 
RNA sind dabei die modifizierten Nukleoside Archaeosin und Queuosin und dessen 
Derivate. Um die Funktion dieser Modifikationen untersuchen zu können, wurde in 
dieser Dissertation eine neue und kurze Synthese von Queuosin und Archaeosin 
entwickelt, um diese in RNA Modellstrukturen einzubauen und auf ihre 
Eigenschaften hin untersuchen zu können. 
 
 
Aufbau und Funktion der Ribonukleinsäure (RNA) 
 
Im Unterschied zur doppelsträngigen DNA trägt RNA, die vorwiegend als 
Einzelstrang vorliegt, an der 2’-Position des Zuckers eine Hydroxygruppe. Dadurch 
ist RNA in der Lage, eine größere Anzahl von Wasserstoffbrückenbindungen zu 
Wassermolekülen auszubilden als DNA. Dies führt dazu, dass sich die strukturelle 
Flexibilität der RNA im Vergleich zur DNA erhöht. Intramolekulare 
Wechselwirkungen zwischen komplementären Basen führen zu kompakten 
Haarnadelstrukturen (hairpin structures) oder formen Triplettstrukturen mit 
zusätzlichen Wasserstoffbrückenbindungen. Diese Triplettstrukturen können 
wiederum untereinander wechselwirken. Die RNA kann somit verschiedenste 
dreidimensionale Strukturen bilden, vergleichbar mit denen von Proteinen, und ist 




Informationen, eine große Anzahl weiterer Funktionen zu übernehmen. Darunter 
fällt zum Beispiel die Katalyse der Peptidyltransferase-Reaktion der ribosomalen 
RNA (rRNA) oder das Schneiden von RNA des Hammerhead-Ribozyms. 
 
Dennoch ist eine der Hauptaufgaben der RNA das Übertragen der genetischen 
Information von der DNA auf das Protein im Rahmen der Proteinbiosynthese. Im 
Transkriptionsprozess paaren sich hierbei aktivierte Ribonukleotide mit den 
komplementären Basen des DNA Stranges und werden durch die RNA Polymerase 
zu einem RNA Strang verbunden. Die RNA, die nun die Kopie des abgelesenen 
Genoms enthält, genannt messenger RNA (mRNA), wandert zum Ribosom, dem Ort 
der Translation.  
 
Abbildung 1.1: Translationsprozess im Ribosom.9 
Dort paar sich jedes Triplett (3 Basen) der mRNA (Codon) mit drei komplementären 
Nukleotiden  (Anticodon)  eines  Adaptermoleküls,  der  transfer  RNA  (tRNA) 
(s. Abbildung  1.1).  An  jedes  tRNA‐Molekül  ist  eine  spezifische  Aminosäure 
gebunden,  abhängig  von  den Nukleotiden  des  Anticodons.  Das  Ribosom  enthält 
neben  fünfunddreißig  strukturstabilisierenden  Proteinen  drei  ribosomale  RNA 










Um während der Translation eine RNA Basensequenz in eine Polypeptidsequenz 
übersetzen zu können, benötigt die Zelle ein Adaptermolekül. Crick stellte 1955 die 
Hypothese auf, dass solche Moleküle das Nukleinsäurecodon erkennen müssen und 
eine Aminosäure an dieses Molekül gebunden sein muss.10 Durch Experimente 







Die  erste  tRNA  Sequenz wurde  1965  von Holley  et  al.  veröffentlicht12 und weitere 
Studien  zeigten,  dass  Aminosäure‐tRNAs  (tRNAAA)  aus  65  bis  95  Nukleosiden 
bestehen und eine Kleeblattstruktur bilden (Abbildung 1.2).9  
 
Kennzeichen  dieser  Struktur  ist  der  Akzeptorstamm,  an  dessen  3’‐Ende  eine 
spezifische  Aminosäure  gebunden  ist.  Der  Akzeptorstamm  trägt  die  wichtigsten 
Merkmale für die Erkennung der tRNA‐Aminosäure‐Synthetase, die für jede tRNA‐
Spezies  die  entsprechende  Aminosäure  spezifisch  mit  der  tRNA  verbindet.  Der 
D‐Arm  (Dihydrouracil‐loop)  und  der  TΨC‐Arm  (TΨC‐loop)  enthalten  immer  die 
modifizierten  Nukleoside  Dihydrouracil  und  Pseudouridin  (Ψ).  Die  Zahl  der 
Nukleotide  des  variablen  Arms  variiert  zwischen  3  und  21  Nukleotiden  und 
beeinflusst die dreidimensionale Struktur der  tRNA wesentlich. Der Anticodonarm 
ist  neben  dem  Aminoakzeptorstamm,  an  welchem  die  Aminosäurebindung 
stattfindet,  die  zweite  wichtige  Stelle  der  tRNA.  Der  Anticodonarm,  speziell  die 
Haarnadelstruktur des Anticodons, ist für die Bindung zwischen tRNA und mRNA 
verantwortlich. Die drei Nukleotide des Anticodons – sie sind an Position 34, 35 und 








Betrachtet man die Kristallstruktur der tRNA von Aspartat in Abbildung 1.3, so 
erkennt man, dass tRNA in Wirklichkeit eine L-förmige Struktur einnimmt. Der 
Akzeptor- und TΨC-Arm bilden einen kurzen Schenkel, der D- und Anticodonarm 
bilden den längeren Schenkel aus. Die Aminoakzeptor- und Anticodon-




und haben einen Abstand von ca. 7.6 nm. Der Durchmesser der Struktur beträgt 
2.5 nm.  
 
Abbildung 1.3: Dreidimensionale Struktur der tRNAAsp.13 
Wie man sieht bildet die tRNA eine komplexe 3D-Struktur. Die Ausbildung von 
Haarnadel- und Triplettstrukturen und ineinander verdrehte Einzel-, Doppel- und 
Tripelstränge sind möglich. Stabilisiert werden diese Strukturen desweiteren durch 
die natürlich vorkommenden RNA Modifikationen, die innerhalb der tRNA bis zu 









RNA Modifikationen wurden 1948 erstmals von Hotchkiss et al. beobachtet.14 Von 
den verschiedenen RNA Typen enthält die tRNA am häufigsten 
Nukleotidmodifikationen. 79 der bisher 95 entdeckten Modifikationen sind in der 
tRNA zu finden.15, 16 In der rRNA und in der kurzlebigen mRNA sind deutlich 
weniger Nukleotide modifiziert. 28 bzw. 12 verschiedene Modifikationen wurden 
bisher entdeckt. In der siRNA, miRNA wurden ebenfalls Modifikationen beobachtet, 
aber in sehr viel geringerem Ausmaß.15  
Betrachtet man Organismen und deren Nukleotidmodifikationen, so konnten in 
Archaeabakterien, Prokaryoten und Eukaryoten identische Modifikationen wie Ψ13, 
Cm32, m1G37, Ψ38 oder Ψ39, dargesetellt in Abbildung 1.4 an vergleichbaren 























Pseudouridin (Ψ)  
Abbildung 1.4: In allen Organismen auftretende Modifikationen. 
Dies ist ein Hinweis darauf, dass Modifikationen schon zu Beginn der Evolution in 
der RNA existierten und diese im Laufe der Diversifizierung in die einzelnen 
Organismen übernommen wurden. Eine divergente Evolution führte anschließend 
dazu, dass bestimmte Modifikationen (wie Archaeosin oder Queuosin) nur noch 









Modifikationen im D- und TΨC-Arm und im Aminoakzeptorstamm 
 
Betrachtet man die genaue Lokalisation der Modifikationen innerhalb der tRNA, so 
kann man zwei unterschiedliche Typen von Modifikationen erkennen. Einfache 
Modifikationen, wie an der Base oder am Zucker methylierte Nukleoside (z.b. 2’‐O‐
Methylguanosin,  Gm34;22  5‐Methylcytosin,  m5C),23  einfache  chemische 
Modifikationen,  wie  deaminierte  Nukleoside  (Inosin,  I34),24,  25  „rotierte“  Basen 
(Pseudouridin  Ψ35)26‐28  oder  Thioderivate  (5‐Methylaminomethyl‐2‐thiouridin, 
mnm5s2U) sind  fast überall  in der  tRNA  finden, aber hauptsächlich im Bereich des 
Akzeptorarms und im D- und TΨC-Arm  (s. Abbildung  1.5).29 Archaeosin, das  ein 



























































Es konnte gezeigt werden, dass diese Modifikationen im Akzeptorstamm einen 
großen Einfluss auf die Aminoacylierungsreaktion haben, in der die tRNA Moleküle 
mit den für sie spezifischen Aminosäuren beladen werden. Vergleiche der 
Reaktionsgeschwindigkeiten von modifizierter und nicht modifizierter tRNA 
zeigten, dass unmodifizierte tRNAIle, tRNAGlu und tRNALys geringere 
Aminoacylierungsgeschwindigkeiten vorwiesen als entsprechende modifizierte 
tRNA.31,32 Die Modifikationen müssen also die Erkennung der tRNA durch die 
Aminoacyl-Synthethase direkt oder indirekt (durch Konformationsänderungen in 
der tRNA Struktur) beeinflussen.33 Modifikationen in der Nähe des Codons (z.B. an 
Position 8, 26, 34, 38, 39 oder 40) beeinflussen die Aminoacylierung in keiner 
signifikanten Weise.34 Die genannten Modifikationen sind wichtig, um die Struktur 
des Moleküls zu stabilisieren. Eine einzelne Modifikation ist nicht für die 
Gesamtmolekülstabilität ausschlaggebend; ist allerdings eine größere Anzahl an 
Modifikationen, z. B. in den tRNA-Armen, nicht vorhanden, so sinkt die Stabilität 




Modifikationen im Anticodon  
 
Betrachtet man den Anticodonbereich mit seinen Modifikationen, so sind auch dort 
die oben genannten Modifikationen wie Inosin, Pseudouridin oder 2-
Methylguanosin vertreten.35, 36 Zusätzlich treten an dieser Stelle auch chemisch 
komplexe Modifikationen auf. Zu diesen gehören zum Beispiel die RNA 
Modifikationen, Hypermodifikationen genannt , Queuosin37, 38 und Wybutosin22 und 








































R= H    R'= OH: Galaktosylqueuosin (galQ)


























Abbildung 1.6: Komplexe tRNA Nukleotidmodifikationen. 
Während  außerhalb  des  Codons  an  jeder  tRNA  Nukleotidposition meistens  eine 
oder  zwei  Modifikationen  auftreten,  ist  die  Anzahl  an  Modifikationen,  die  die 
Standardnukleotide im Anticodon ersetzen können, sehr groß.  





(Paarung mit  C und U)  sind  relativ  unspezifisch  und  erweitern  die Watson‐Crick‐
Basenpaarung, 4‐Acetylcytosin (ac4C) (Paarung mit G) und 5‐Methylaminomethyl‐2‐







Tabelle 1.1: Regeln zur Basenpaarung zwischen Nukleotiden an Position 34 der tRNA und dem 
dritten Codon der mRNA.44 
Die  relative geringe Spezifität der modifizierten Nukleotide  (vgl. Tabelle 1.1), aber 
auch der Standardnukleotide an der Wobble‐Position gegenüber dem Codon erklärt 
die  Tatsache,  dass  den  meisten  Aminosäuren  mehrere  (d.h.  zwei  bis  vier)  der 
64 codierenden  Codonsequenzen  zur  Verfügung  stehen  (synonyme  Codons).  Ein 
falsches Ablesen an Position 34 hat im Unterschied zu den ersten beiden Positionen 
im  Anticodon  also  selten  zur  Folge,  dass  eine  falsche  Aminosäure  in  den 





Basenpaaren  eine  etwas  geringere  Stabilität.  Diese  Anticodon‐Codon 
Wechselwirkung  kann  durch  Wechselwirkung  der  Ψ‐Systeme  zwischen  den 
Strängen (interstrand stacking) von modifizierten Nukleotiden wie Wybutosin und 6‐
Methyladenosin verstärkt werden.44 Zum Anderen stabilisieren Modifikationen den 
reading  frame,  den  Anticodon  und  Codon  bilden.  Bestimmte  Modifikationen 
(insbesondere 1‐Methylguanosin und Wybutosin) verhindern, dass ein +1 frameshift 
Nukleosid an 
Position 34 Kann Paaren mit gilt für 
   
C G alle Organismen 
G C,U alle Organismen 
A U,C,A,G tRNAArgCGN in Bakterien, Archaebakterien 
   
mcmo5U U,A,G Val, Pro, Thr (alle sind unabhängig von dritter Codonstelle) 
mnm5SeU A,G Pro- und Eukaryoten 
Q C,U Pro- und Eukaryoten 
I C,U,A tRNAArgCGN in Bakterien 
Cm G alle Organismen 









Mutation  der  tRNA  wurde  generiert,  die  Q‐defizient  ist),  so  lässt  sich  kein 
Unterschied feststellen.47‐49 
 
In  Abbildung  1.7  sieht  man  den  Akzeptorstamm  der  tRNAAsp  mit  den  teilweise 
modifizierten  Basen  im  Anticodon  (Pos.  34‐36)  und  an  der  dem  Anticodon 
benachbarten Position  37. Die modifizierte Base Queuosin  (Q34) beeinträchtigt die 
Basenpaarung relativ wenig, denn die komplexe Cyclopentengruppe ragt seitlich aus 











transkriptionalen Modifizierung  von Nukleotiden  verwendet wird.50  In  Salmonella 
typhimurium wurden in der tRNA 29 modifizierte Nukleotide entdeckt, die von etwa 
50 Enzymen  synthetisiert  werden.51  Die  Zelle  muss  also  knapp  viermal  soviel 
genetische Information für die Modifizierung der Nukleotide aufwenden wie für die 














Abbildung 1.8: Queuosin mit Phosphat-Rückgrat.  
Im  Jahre 1968 wurde  in einer  tRNATyr von E.  coli eine bisher unbekannte Nuklein‐
säurebase  gefunden  und  ihr  die  Bezeichnung  „Q“  gegeben.53  Die  Base  wurde 
schließlich Queuin  bzw.  die Nukleosidform Queuosin  genannt. Kurze  Zeit  später 
































































Abbildung 1.9: Derivate des Queuosins.  
Weitere modifizierte Derivate des Queuosins sind das Epoxyqueuosin  (oQ), das an 
der  Doppelbindung  des  Cyclopentenrestes  von  Q  epoxidiert  vorliegt58  und  die 
glykosidischen  Derivate  von  Queuosin.  Galaktosylqueuosin  (galQ)  und 
Mannosylqueuosin  (manQ)  sind  am  nicht‐allylischen  Alkohol  des 
Cyclopentenylrestes über eine Glykosidbindung mit Zuckern verbunden.  
Epoxyqueuosin  wurde  in  tRNATyr  von  E.  coli  entdeckt58,  Mannosylqueuosin  ist 
spezifisch  für  eukaryotische  tRNA,  die  Aspartat  kodiert,  während 
Galaktosylqueuosin in tRNA gefunden werden kann, die Tyrosin kodiert.59‐61  
Vor  Kurzem  wurde  ein  weiteres  Queuosinderivat  entdeckt.62,  63  Eine 





















Abbildung 1.10: Struktur von Glutamylqueuosin. 
Das isolierte Derivat erweitert damit das Spektrum der Queuosinderivate und zeigt 
auf,  dass  neben  einfachen  RNA  Modifikationen  mit  angehängten 
Aminosäurederivaten (z.B. Lysidin (k2C), N6‐Threonylcarbamoyladenosin (t6A) oder 






















































nicht  direkt  beeinträchtigt.  Wasserstoffbrückenbindungen  zwischen  den 
Hydroxygruppen  des  Cyclopentenringes  und  den  Sauerstoffatomen  des 
Riboserückgrats  des  Uracils  an  Position  33  sind  möglich.66  Berechnungen  der 
Bindungsstärke (codon bias) zwischen dem Anticodon und dem Codon ergaben, dass 
die unmodifizierte  tRNA  (mit G an Position 34  (G34)) die Assoziation mit GAC  im 
Vergleich  zu  GAU  präferiert,  während  die  modifizierte  tRNA  Form  weder  das 
Codon GAC noch das Codon GAU  bevorzugt. Dies  bedeutet, dass  in der Wobble‐
Paarung das Nukleosid G34 die Base C  erkennt, während Q34 zwischen C und U 
nicht mehr  unterscheiden  kann.67  Dieses  Verhalten wurde mit  der  Abnahme  der 
Beweglichkeit  des  Anticodonarms  begründet  und  der  damit  verbundenen 







Biosynthese von Queuosin 
 
Wie die meisten anderen Nukleotidmodifikationen wird auch Queuosin 
post-transkriptional modifiziert.68 Für die mehrstufigen Biotransformationen der 
RNA Modifikationen wird in den Organismen eine große Informationsmenge in der 
DNA für die Kodierung modifzierender Enzyme gespeichert.  
Queuosin ist nicht nur auf Grund der hoch komplexen Struktur besonders, sondern 























































In einem darauf folgenden Schritt wird das 7-Cyano-desazaguanin durch die 
Nitrilreduktase QueF zum 7-Aminomethyl-7-desazaguanin (preQ1) reduziert.70-73 
PreQ1 wird anschließend in einen tRNA-Strang eingebaut. Eine tRNA-Guanin 
Transglycosylase (TGT) eliminiert hierbei aus der RNA in einem ersten Schritt die 
Guaninbase und katalysiert anschließend den Einbau des preQ1-Moleküls.74-76 An 
den die modifizierte Base enthaltenden Strang wird durch die S-Adenosyl-
methionine:tRNA Ribosyltransferase-Isomerase (QueA) ein Epoxycyclopenta-
diolring unter Verwendung von S-Adenosylmethionine (AdoMet) angefügt und man 
erhält Epoxyqueuosin-enthaltende tRNA (oQtRNA).77-81 Durch einen bisher 
unbekannten, Vitamin B12-abhängigen Schritt wird das Epoxid des oQ zur 
Doppelbindung reduziert und man erhält eine tRNA mit eingebautem Queuosin.82* 
Queuosin ist sowohl in eukaryotischer als auch prokaryotischer tRNA vorhanden. 
Dennoch können nur Prokaryoten Queuosin de novo synthetisieren.83 Eukaryoten 
                                                 
* Während  von  archaea  und  prokaryotischer  TGT Cokristallstrukturen  bekannt  sind,  und 
damit der Mechanismus des Einbaus von preQ0 bzw preQ1 sehr gut verstanden ist, sind von 
eukaryotischer  TGT  lediglich  die  entsprechenden  kodierenden  Gene  bekannt.76,  83‐85  Die 






sind in der Lage Queuosin durch die Nahrung aufzunehmen84 und können Queuin, 
die freie Queuosinbase, mit Hilfe von eukaryotischer TGT in entsprechende tRNAs 
einbauen. Zur Zeit sind somit nur 3 der 5 Schritte der Biosynthese von Queuosin 
verstanden; die Synthese der Nitrildesazaguaninbase, als auch die Reduktion zu 






Innerhalb  der  Biosynthese  von  Queuosin‐haltiger  tRNA  ist  7‐Aminomethyl‐7‐






den  mRNA  Auf‐  und  Abbau.88  Mit  der  Zeit  wurde  die  Wichtigkeit  von  RNA 
Faktoren  in der Genregulierung  immer deutlicher.8,  89 Gene  silencing hervorgerufen 
durch microRNAs oder short‐interfering RNAs  führen  in Verbindung mit weiteren 
Proteinen  dazu,  dass  ungefähr  22‐Nukleotid‐lange  Fragmente  mit  der  Ziel  RNA 
paaren. Diese Interaktionen und der Abbau der mRNA führen zur Deaktivierung des 
entsprechenden  Gens.90,  91  Auch  wenn  Proteine  zu  dieser  Genregulation 
Vorraussetzung  sind,  zeigen  diese  Beispiele  die  Wichtigkeit  der  auf  RNA 
basierenden  Genregulation  auf.  Weitere  unentdeckte  RNA  Kontrollsysteme  sind 
wahrscheinlich. Viele mRNAs  in Prokaryoten besitzen außerdem komplex gefaltete 
Domänen, die Riboswitchs genannt werden.92, 93 Jeder dieser Riboswitchs bindet dabei, 







für  die  Biosynthese  des  Metaboliten  zuständig  ist.  In  einer  Feedback‐Schleife 














In  den  vergangenen  20  Jahren wurde  nur  eine  Synthese  der  tRNA Modifikation 
Queuosin  veröffentlicht.  Zwei  weitere  Synthesen  beschreiben  den  Aufbau  der 







Synthese von Queuosin nach Ohgi et al.98 
 
Nachdem  1975  die  Struktur  von  Queuosin  von  Kasai  et  al.  bestimmt  wurde,99 
veröffentlichten  Ohgi  et  al.  vier  Jahre  später  die  erste  und  einzige  vollständige 
Synthese  zum Queuosin. Queusosin  1 wurde  durch  eine  nukleophile  Substitution 



































Die Dibromverbindung 2 wurde erhalten, indem ein methoxymethylether- (MOM-) 
und acetylgeschütztes 7-Methyl-7-desaza-tribenzyl-guanosin 5 zunächst am Zucker 
debenzyliert und acetonid- und acetylgeschützt wurde. Verbindung 6 wurde 
anschließend mit NBS zu Nukleosid 7 monobromiert und in einem weiteren Schritt 










































































Nach erfolgreicher Substitution des Dibromnukleosids durch Cyclopentenylamin 3 
mit Diisopropylamin in Benzol bei Raumtemperatur wurde Verbindung 4 mit einem 
Zink-Kupfer Reagenz debromiert. Nach Entschützung unter alkalischen und sauren 
Bedingungen konnte Queuosin 1 erhalten werden.† 
Nachfolgende Versuche ergaben, dass diese publizierte Reaktionssequenz nicht 
reproduzierbar war, und die bisher veröffentlichten Schlüsselschritte wurden von 
den Autoren durch eine neue Synthesesequenz ersetzt.101 























































Schema 1.4: Verbesserte Synthese von Queuosin, Teil 1. 
In der nun verbesserten Synthese kondensierten Ohgi et al. zunächst Cyanoacetal 9 
mit Thioharnstoff  in der Gegenwart von Natriumethoxid zum 3‐Methoxymethyl‐2‐
methylthio‐7‐methyl‐7‐desazahypoxanthin  10.102  Erfolgreiche  Schützung  als 
Methoxymethylether  mit  n‐BuLi  und  Methoxymethylchlorid  ergab  11.  Die 
Glycosidierung  nach  Königs‐Knorr  Bedingungen  mit  einem  trityl‐  und 
acetonidgeschützten Chlorzucker  verlief  in  guter Ausbeute,  allerdings  erhielt man 
ein  Nukleosidgemisch  der  beiden  α:β  Anomere  im  Verhältnis  1:2.103  Das 
Isomerengemisch  wurde  vor  der  Trennung  zunächst  in  das  Acetylaminoderivat 
überführt und anschließend mit HBr zu 13 detrityliert. Nach Acetylschützung und 










































































1) MnO2, MeCN, RT, 2.5h
2) NH4OH-MeOH, RT, 15h, 71%
Benzol, rt, 5h
2), NaBH4, EtOH, 
0°C, 1h, 97%
1) 2N-HCl, 80°C, 8h
2) Amberlite IR-45
81%in 2 Stufen 82%
1)
89% in 2 Schritten
  
Schema 1.5: Verbesserte Synthese von Queuosin, Teil 2. 
 
14 wurde nun mit NBS und Tetrachlormethan in Gegenwart des Radikalstarters 
Benzoylperoxid zur Dibromverbindung umgesetzt und anschließend mit 
Silbercarbonat zum Bromalkohol 15 hydrolysiert. Nach Debromierung von 15 in 
Gegenwart von Palladium auf Kohle wurde 16 mit Mangandioxid zum Aldehyd 
oxidiert und die Acetylschutzgruppen wurde basisch gespalten. 17 wurde nun in 
einer reduktiven Aminierung mit dem Cyclopentenylamin 3 gekuppelt und Ohgi et 






die  absolute  Konformation  des  natürlichen  Queuosins  bestimmt  werden.104 
Allerdings wurde von den Autoren nicht angegeben, wie und  in welcher Ausbeute 
das  Cyclopentenylamin  3  synthetisiert  wurde  (dasselbe  trifft  für  die  unten 









Neben der einen bekannten Synthese von Queuosin wurden zwei weitere Synthesen 
der Base durchgeführt. Akimoto et al. synthetisierten in den 90er Jahren Queuin in 
einer konvergenten Synthese (s. Schema 1.6),75, 105 während Barnett et al. einen 
linearen Syntheseweg verfolgten (s. Schema 1.7).106 
 
Synthese von Akimoto et al. 
 
Um die Q‐Base 24 zu erhalten, synthetisierte die Gruppe um Akimoto zunächst durch 










HN1) MeOH/THF, 75°C, 24h




































Schema 1.6: Queuinsynthese von Akimoto et al. 
Nach Optimieren unterschiedlich substituierter Dialkylamine und Variation der 
Länge der Alkylgruppe konnte das erwünschte 7-substituierte Produkt 22 in einer 
Mannich-Reaktion erhalten werden. Der zweite kritische Schritt, die 
Aminoaustauschreaktion zwischen dem dibenzylierten Amid 22 und dem 
acetonidgeschützten Cyclopentenylamin 3 wurde ebenso optimiert, jedoch führte 
nur die Verwendung großer Mengen (5 äq.) des Cyclopentenylamins 3 zu einer 
zufriedenstellenden Ausbeute der geschützten Q-Base. Nach alkalischer und sauerer 
Entschützung wurde Queuin erhalten.  
Dieser Syntheseweg zur Q-Base ist elegant und kurz; es muss allerdings 
berücksichtigt werden, dass die weiterführende Synthese zum Nukleosid Queuosin 
nicht durchgeführt wurde. Fünf weitere Stufen müsste man für die Umsetzung zum 
Nukleosid aufwenden. Nachteilig wirkt sich ebenfalls die große Menge des 
Cyclopentenylamins 2 aus (5 äq.), welches zur Synthese benötigt wird, da dies die 
Synthese von GalQ, ManQ und oQ deutlich erschwert. Ebenso ist es fraglich, ob ein 








Synthese von Barnett et al. 
 
In  der  Queuin  Synthese  von  Barnett  et  al. wird  im  Gegensatz  zur  Synthese  von 
Nishimura  et  al.  der  Cyclopentenring  nicht  durch  eine  Kupplung  an  das 












DBU, DMF, RT, 
24h, 46%
2) HCl, MeOH, 
80°C, 8h, 84% NaOAc, 

























1) TBAF, THF, 
RT, 3h, 87%
2) TEMPO, NaOCl, 
KBr, CH2Cl2, RT, 88%
OH
NsHN OTBDMS






















2) PCC, Benzol, 
reflux, 16h
93%
45% in 2 Stufen
 
Schema 1.7: Queuin-Synthese von Barnett et al. 
Schlüsselschritt  der  Synthesesequenz  ist  die  Cyclokondensation  zwischen  dem  α‐
bromierten Aldehyd 30, an dem bereits das Cyclopentenylamin gebunden  ist, und 
einem 2,4‐Diamino‐6‐hydroxypyrimidin 31.  





Wittig‐Reaktion wurde  das  Pentenon  zum  zyklischen  Triol  27  reduziert.  In  einer 
Mitsunobu‐Reaktion  wurde  ein  Sulfonamid  an  das  Cyclopentenol  gekuppelt.  Das 
resultierende  Sulfonamid  17 wurde  am Alkohol  entschützt  und  zum Aldehyd  30 
oxidiert. Nach der Kondensation mit 31 und der Entschützung des Produktes wurde 
Queuin  in 14 Schritten erhalten, von denen elf  in  linearer Abfolge waren. Auch  in 
dieser  Synthese  wurde  die  Queuin‐Base  nicht  zum  Nukleosid  Queuosin 
umgewandelt.  
 
Die  vorgestellte  Synthese  von  Queuin  ist  zwar  die  bisher  kürzeste  beschriebene 
Synthese,  allerdings  wird  der  Cyclopentenring  als  Ausgangsverbindung  in  die 
lineare  Synthese  eingesetzt.  Eine Glycosidierung  zum Queuosin,  genauso wie  die 
Verwendung  von  höher  modifizierten  Cyclopentenderivaten  im  Rahmen  der 
Synthese von galQ und manQ, würde die lineare Synthese nochmals verlängern und 
















Kennzeichen  dieses Moleküls  ist  das  Cyclopentengrundgerüst.  Eine  Amin‐  sowie 
eine Hydroxyfunktion  befinden  sich  in Allylposition  zur Doppelbindung. Die  im 
Molekül  befindlichen  Hydroxygruppen  sind  in  cis‐Konfiguration  zueinander 
angeordnet.  Die  Aminfunktion  und  der  benachbarte  Alkohol  sind  zueinander  in 
trans‐Stellung.  
Die  bisher  bekannten  asymmetrischen  Synthesen  benötigen  für  die  Synthese  des 

















































Ausgehend  vom  Cyclopentadien  33  wurde  eine  der  beiden  Doppelbindungen 
epoxidiert108  und  direkt  zum  Acetonid  35  umgewandelt  (s. Schema 1.8).  Die 
Oxidation von 35 wurde mit Selendioxid in heißem Dioxan durchgeführt und ergab 
den  Alkohol  36.  Nach  Umwandlung  zum  Methylcarbonat  37  konnte  eine  De‐






















































1) AcOH, 40°C, 3h
2) (EtO)3H, AcOH, 80°C, 1h












60% 43% in 3 Stufen










basisch  entschützt und die  offene Form des Zuckers  in  einer Wittig‐Reaktion  zum 
terminalen  Alken  44  verlängert.  Die  anschließende  Grubbs‐Ringschlussmetathese 
verlief  in  hoher  Ausbeute.  Der  Alkohol  45  wurde  dann  zum  Acetimidat  46 
umgewandelt  und  in  einer  thermischen  [3.3]‐Umlagerung  erhielt  man  das 




















Die natürliche  tRNA Modifikation Archaeosin wurde  in den  80er  Jahren das  erste 
Mal von Walker et al. beobachtet und  tritt  in  tRNA kodierend  für Methionin auf.113 
10 Jahre  später  konnte  die  Struktur  dieser Modifikation,  abgekürzt mit G*,  gelöst 
werden.114  Archaeosin  ist  genauso  wie  Queuosin  ein  7‐Desazaguanosinderivat. 
Anstelle  des  Cyclopentenylrings  des Queuosins,  ist  Archaeosin  an  der  7‐Position 
Amidin  funktionalisiert. Während Queuosin nur  in Pro‐ und Eukaryoten zu  finden 
ist,  existiert  Archaeosin  allein  in  Archaeabakterien.  Auch  die  Lokalisation  von 
Archaeosin  innerhalb  der  tRNA  unterscheidet  sich  prägnant  von  dem  Ort  von 










Abbildung 1.10: tRNA Kleeblatt-Struktur mit G* und tRNA-Modell von thermus thermophilus mit 
Archaeosin.115 





G*  (Pos.  15) mit  einer  Pyrimidinbase  an  Position  48,  die  im  Übergang  zwischen 
T‐Arm und dem variablen Arm  liegt, über H‐Brücken verbunden,  sowie mit  einer 
Purinbase an Position 59 verbrückt, die zentral  in der T‐Schleife  liegt (s. Abbildung 










































umgewandelt.  Das  bei  dieser  Reaktion  beteiligte  Enzym  wurde  bisher  nicht 
lokalisiert.69 Im nachfolgenden Schlüsselschritt synthetisiert eine Archaea spezifische 
Transglykosid‐Transferase  (arcTGT)  eine  Nukleobasen‐austauschreaktion,  in  der 














































































preQ0‐Base  52  in  guten  Ausbeuten  erhalten.  Die  nachfolgende  Umwandlung  des 
Nitrils zum Amidin erfolgte mit Trimethylaluminium und Ammoniumchlorid und 
ergab die Archaeosin‐Base 53 in 5 Schritten und einer Gesamtausbeute von 8%. 














Im  Rahmen  der  Dissertation  in  der  Arbeitsgruppe  von  Prof.  Carell  sollten  drei 
Forschungsprojekte  bearbeitet  werden.  Da  bereits  eine  Synthese  der  tRNA 
Modifikation Queuosin veröffentlicht wurde100, sollte ein kürzerer und effizienterer 
Synthesezugang zu diesem Molekül gefunden werden. Für die  tRNA Modifikation 
























Synthesezugang  zum  tRNA  Nukleosid  Queuosin  erarbeitet  werden.  Die  neue 
Synthese  sollte konvergent  sein und es ermöglichen,  im Anschluss an diese Arbeit 
Zucker‐ und Aminosäurederivate  (s. Abbildung 1.9) mit dem Cyclopentenylring zu 
verknüpfen. Außerdem sollte die Synthese reproduzierbar und  in guten Ausbeuten 
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Die  Synthese  sollte  ferner  berücksichtigen,  dass  ein  geeignetes 





Basierend  auf diesen Betrachtungen  zur  Synthese  von Queuosin  1 wurde  geplant, 
dass  die  Bindung  zwischen  dem  7‐Methylkohlenstoff  und  dem  Amin  des 
Cyclopentenylamins in der Synthese möglichst spät aufgebaut werden soll. In dieser 
Arbeit  wurden  dabei  zwei  Möglichkeiten  in  Betracht  gezogen,  die 
Aminomethylbrücke  zwischen dem Desazaguanosin und dem Cyclopentenring  zu 
bilden. Eine Möglichkeit bestand darin, ein Tosylat wie 53 oder 55 zu erzeugen und 



















































Abbildung 3.2: Queuosinsynthese durch nukleophile Substitution. 
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Eine weitere Möglichkeit und in der Dissertation erfolgreich angewendete 
Synthesestrategie war es, die Aminomethylbrücke zwischen dem Cyclopentenylamin 
und dem 7-Desazaguanosin durch eine reduktive Aminierung zwischen 7‐Formyl‐


























Abbildung 3.3: Queuosinsynthese durch eine reduktive Aminierung als Schlüsselschritt. 
Beide  Synthesewege  wurden  in  dieser  Arbeit  parallel  untersucht  und  werden 
diskutiert.  Die  Synthesesequenz  mit  der  reduktiven  Aminierung  der  beiden 
Bausteine,  besticht  durch  die  hohe  Toleranz  verschiedener  funktioneller Gruppen. 













3  bekannt.  Van  Boom  et  al.  (s.  Kapitel  1.3.4)123,  Tanaka  et  al.110  und  Kim  et  al.112 
veröffentlichten  Synthesen  von  3  mit  10‐16  Synthesestufen.  Mit  dem  Ziel,  die 






























sehr  kurzen,  aber  auch  anspruchsvollen  Synthese  (C‐C  Bindungsspaltung, 
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intramolekulare  Wittig‐Reaktion)  war  die  Erzeugung  des  Amins  3  durch  eine 



















Schema 3.2: Mitsunobu-Reaktion von 53 mit anschließender Staudinger-Reduktion. 
Es  war  zu  Beginn  der  Arbeiten  nicht  bekannt,  wie  Mitsunobu‐Reaktionen  an 
allylischen  Alkoholen  verlaufen,  wenn  die  Azid‐Zwischenstufe  keine  bevorzugte 
regiochemische  Position  einnehmen  kann.  Ebenso  konnten  aus  bisherigen  Studien 
nicht entnommen werden, ob das Azid in der Mitsunobu‐Reaktion einen Allylalkohol 
bevorzugt  an  der  SN2‐  oder  SN2’‐Position  angreift.125‐128  Beide  Fragen  konnten  nur 
durch die Synthese des Allylazids 55 bzw. Allylamins 3 beantwortet werden. 
 
Die  Synthese  von  3  ging  von  D‐(‐)‐Ribose  aus.  Die  2’‐und  3’‐Hydroxygruppen 



























THF, -78°C, 3 h
94 %




Schema 3.3: Synthese von Cyclopentenylamin 3. 
Es wurde  ein Überschuss  an Pyridiniumchlorochromat  (PCC)  eingesetzt, wobei  56 
zunächst  zum  Aldehyd  oxidiert  wird,  der  als  Nebenprodukt  in  Spuren  isoliert 
werden konnte. Diese Produkt 7 wurde in einer Ausbeute von 46% isoliert. Längere 
Reaktionszeiten von über 40 h und ein größerer Überschuss an PCC  lieferten keine 
nennenswerte  Ausbeuteerhöhung.  Die  Substitution  von  Benzol  durch  Toluol  als 
Lösungsmittel bewirkte, dass aufgrund der höheren Siedetemperatur von Toluol – es 
wurde  mit  einem  Wasserabscheider  gearbeitet  –  sich  der  Zucker  zersetzte.  Im 
Anschluss an diese Reaktion wurde eine  intramolekulare Ringschlussreaktion nach 
Wittig  zum  Cyclopentenon  54  durchgeführt.  Die  dünnschichtchromatographisch 
verfolgte  Reaktion  verlief  bei  ‐78°C  vollständig  und  wurde  anschließend  auf 





beim Entfernen des Lösungsmittels  –  verbleibender Ether wurde mittels  eines N2‐
Stroms  entfernt–  ergaben  das  leicht  flüchtige Cyclopentenon  54  in  Form  farbloser 
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DIAD, PPh3, HN3 




















Schema 3.4: Synthese von Cyclopentenylamin 3. 
Das  dem  Reaktionsgemisch  zugesetzte  Certrichlorid  aktiviert  die  Carbonylgruppe 
und steuert die 1,2‐Addition des H‐ von der konvexen Seite des Cyclopentenylrings. 















Schema 3.5: Geplante Synthese des geschützten Triols als Diastereogemisch. 
Doch auch wenn kein Certrichlorid eingesetzt wurde, erhielt man vollständig das cis‐
cis‐Triol 53, d.h. ausschlaggebend für die Regiokontrolle dieser Reaktion, und damit 
von  welcher  Seite  das  Hydrid  angreift,  ist  weniger  die  Koordination  des 
Certrichlorids,  sondern  die  sterische  Hinderung  des  Cyclopentenons  durch  die 
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beiden  Hydroxygruppen  auf  der  konkaven  Seite.  Zur  Synthese  des  trans‐Diols 
mussten andere Wege beschritten werden (s. Kapitel 3.1.3) 




der  optischen Reinheit wurde  3  in das  toluoylgeschützte Derivat  58 umgewandelt 
und mittels chiraler HPLC analysiert. Leider zeigte die chirale HPLC einen ee‐Wert 
von  nur  <80%,  was  auf  eine  partielle  SN2’‐Reaktion  und/oder  auf  ein  Allylazid‐
Umlagerung  hinwies  (s.  Schema 3.2).130‐132 Um  den Razemisierungsprozess  von  55 
genauer untersuchen zu können, wurde 55 unter Beobachtung des Drehwertes auf 
60°C erhitzt.  In der Tat sank die Optische Drehung  [α]  innerhalb weniger Stunden 
auf null  ab, was bewies, dass der Razemisierungsprozess  auch das Ergebnis  einer 
[3.3] sigmatropen Umlagerung sein musste.  
 
Abbildung 3.4: Razemisierungsprozess von 55, gemessen in THF. 
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nahezu  vollständig  abgelaufen  ist,  aber  auch,  dass  sich  die  Umlagerung  bei  0°C 
effizient  unterdrücken  lässt.  Die Mitsunobu‐Reaktion  folgt  bei  dieser  Temperatur 





einem  hervorragenden  ee‐Wert  von  95%  und  einer Ausbeute  von  72%  über  beide 
Stufen  erhalten  werden  (s. Abbildung  3.3).  Dies  zeigt,  dass  die  [3.3]  sigmatrope 
Umlagerung erfolgreich unterdrückt werden konnte.  
 
Abbildung 3.5: Chirale HPLC Chromatogramm von 58 und rac-58 (OD-H Säule: Isopropanol/Hexan 
90:10, 0.5 mL/min). 
 
Abbildung 3.6: UV-Vis Absorptionsspektrum von 58 (bei tR = 37 min) und ent-58 (bei tR = 57 min). 
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Es  konnte  somit  eine  kurze,  sechsstufige  Synthese  zum  enantiomerenreinen 






Parallel  zur  Entwicklung  der  Synthese  des  Cyclopentenylamins  3  nach  dem 
beschriebenen Weg und der Untersuchung des Allylazids 55 wurde im Rahmen der 
Dissertation  der  bereits  beschriebene  Syntheseweg  von 3  von  Van  Boom  et  al. 
untersucht.123  Die  Synthese  nach  Van  Boom  et  al.  beinhaltet  fast  doppelt  so  viele 
Syntheseschritte wie die in der Arbeit entwickelte Synthese. Die Reproduktion dieser 
Synthese  bot daher  auf den  ersten Blick  keinen nennenswerten wissenschaftlichen 
Wissenszugewinn. Dennoch wurde diese Synthese durchgeführt, da sie die Synthese 
interessanter  Zwischenbausteine  für  weitere  Razemisierungsuntersuchungen 
ermöglichte, sowie die Untersuchung von Alternativsynthesestrategien versprach.  
 
Während, wie oben beschrieben,  53 durch die Mitsunobu‐Reaktion  zu Allylazid  55 
umgewandelt wurde, und die [3.3] sigmatrope Umlagerung auf der konvexen Seite 
des  Moleküls  untersucht  wurde,  wurde  parallel  das  Isomer  60  nach  Van  Boom 
synthetisiert,  in  einer  Mitsunobu‐Reaktion  das  Allylazid  61  synthetisiert  und  die 
Razemisierungsgeschwindigkeit  in  der  konkaven  Tasche  untersucht  (s. Abbildung 
3.7).  Unterschiede  in  der  Umlagerungsgeschwindigkeit  wurden  aufgrund  der 
unterschiedlichen direkten räumlichen Umgebung des Allylazids erwartet. 















Abbildung 3.7: Synthese der Allylazide 55 und 61. 
Für die Synthese von Cyclopentenylamin 3 wurde zunächst kommerziell erhältliche 
acetonidgeschützte Mannofuranose 62 mit Benzoylchlorid umgesetzt. Der geschützte 
Zucker  63 wurde  am  endständigen  Diol mit  Essigsäure  selektiv  zum  freien  Diol 
entschützt,  anschließend  zum  Orthoester  umgewandelt.  Diese  wurde  mit 
Triphenylessigsäure  eliminiert,  so dass man den Vinylzucker 64  erhielt  (s. Schema 
3.6). 64 wurde nun unter alkalischen Bedingungen  entschützt und die offenkettige 
Form  des  Zuckers  65  in  einer  Wittig‐Reaktion  zum  Dien  66  verlängert.  Eine 

















1) AcOH, 40°C, 3h
2) (EtO)3H, AcOH, 80°C, 1h




















Schema 3.6: Synthese nach Van Boom.  


































der  acetonidgeschützte  Allylalkohol  60  verwendet  und  daraus  Allylazid  61 
synthetisiert.  Nach  den  bereits  ausgearbeiteten  Mitsunobu‐Reaktionsbedingungen 
konnte, wie  erhofft,  nur  ein Reaktionsprodukt  isoliert werden, dessen Masse dem 
gewünschten  Allylazid  Produkt  61  entsprach  (s.  Schema  3.8).  Die  1H‐NMR 
Verschiebungen von dem erwarteten Produkt 61 zeigten  jedoch nicht das erwartete 
Aufspaltungsmuster. Es wurde angenommen, dass das NMR sowohl eine starke und 
vergleichbare  3J‐Kopplung  zwischen  den  Protonen  des  Diols  C(2)  und  C(3)  und 
zwischen den Protonen an C(1) und C(2) zeigen sollte.  















DIAD, PPh3, HN3 




















den  neuen  Syntheseweg  hergestellten Allylazids  55  identisch war,  führte  zu  dem 
Schluss,  dass  nicht  61,  sondern  55  während  der  untersuchten  Reaktion  gebildet 
wurde.  Die  unwahrscheinliche  Möglichkeit,  dass  die  Diastereomere  61  und  55 
identische NMR  Spektren  aufweisen, wurde  in  Betracht  gezogen,  und  es wurden 
daher verschiedene an C(1) substituierte Verbindungen, wie Benzylamin‐, Toluoyl‐
Derivate mit cis‐cis Konfiguration synthetisiert. Diese wiesen die am C(2) Proton die 
erwartete  Triplettaufspaltung  im  NMR  auf.  Die  Protonen  an  C(1)  und  C(2)  der 
jeweiligen  cis‐trans‐Derivate  koppelten  jedoch  nicht  miteinander.  Damit  konnte 
wiederlegt werden, dass 55 und 61 identische NMR Spektren besitzen. 
 
Die Untersuchung  des Drehwertes  von  3,  das  nach  dem Weg  von  Van  Boom mit 
anschließender  Mitsunobu‐SN2’‐Reaktion  synthetisiert  wurde,  ergab  nur  einen 
ee‐Wert  von  90%  Dieser  ist  geringer  als  der  des  in  Kapitel  3.1.1  hergestellten 
Cyclopentenylamins  3. Diese Daten  belegen,  dass  die  in Kapitel  3.1.1  beobachtete 
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SN2‐Reaktion  aufgrund der  großen  sterischen Abschirmung  in  60  nicht  stattfindet. 
Möglich  ist  hierbei  nur  noch  die  SN2’‐Reaktion,  die  wiederum  selektiv  das  zu  3 
identische  syn‐Produkt  ergab. Außerdem  konnte  erneut  gezeigt werden,  dass  die 
Razemisierung von 55 über eine Allylazid‐Umlagerung unterbunden werden konnte. 
 







Die  hergestellte  Verbingung  60  ist  eine  ideale  Ausgangssubstanz  für  weitere 
Experimente  zur  Synthese  von  Queuosinderivaten  mit  Zuckern.  Es  wurden 
Voruntersuchungen zur Synthese von Galaktosylqueuosin (GalQ) durchgeführt und 























Abbildung 3.8: Synthese von Galaktosylcyclopentenylamin 70. 
Bei Vorarbeiten für die Synthese eines Zucker‐modifizierten Cyclopentenylamins 70 
wurde zunächst die Aminogruppe in Form der Trichloracetimidatgruppe eingeführt 
und  thermisch  zu  68  umgelagert  (s.  Schema  3.9).  Die  Entschützung  der 




Alkohol  in  allylischer  Position  ein  stärkeres  Nukleophil  als  die  nichtallylische 
Hydroxygruppe ist, aber der Zucker des Galaktosylqueuosins in β‐Allyl‐Position an 




































53% in 2 Schritten
 
Schema 3.9: Synthese von Trichloracetamin 69. 
Für  die  Glykosidierung  wurde  pentaacetylgeschützte  Galaktose  nach 


























Schema 3.10: Synthese des Trichloracetimidatzuckers 74. 
 












































Schema 3.11: Kupplung zwischen Cyclopentenylamin 69 und aktivierter Galaktose 74.  
Der Cyclopentenylbaustein 69 wurde nun mit dem aktivierten Galaktosylzucker 74 
katalysiert  durch  Trimethylsilyltriflat  in  Dichlormethan  gekuppelt.  Durch 
Ausnutzung  des  Nachbargruppeneffekts  der  benachbarten  Acetylgruppe  –  der 
Sauerstoff des Acetylgruppe stabilisiert den Übergangszustand und ermöglicht nur 












Abbildung 3.9: Mechanismus der Glykosidierungsreaktion von 69 und 74.  
Da  die  Acetylschutzgruppe  sehr  viel  basenlabiler  sind  als  die 
Trichloracetamidgruppe ist es nicht möglich, das freie Amin selektiv in einem Schritt 
zu  erhalten.  Die  Entschützung  zum  freien  Amin  und  Zucker  unter  alkalischen 
Bedingungen führte schließlich zu 70, das nun mit dem 7‐Formyl‐desazaguanosin 52 
in einer reduktiven Aminierung eingesetzt werden sollte. Problematisch hierbei war 
die  Aufreinigung  des  Produktes  70.  Aufgrund  seiner  hohen  Polarität  und  damit 
schlechten  Löslichkeit  in  organischen  Lösungsmitteln  war  eine 
säulenchromatographische Aufreinigung mit Standardlaufmitteln nicht möglich und 
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es musste  ein Wasser/Acetonitril‐Laufmittelgemisch  für  die  Flashchromatographie 
verwendet werden. Dies führte zur Isolierung von 70; allerdings konnten im Produkt 
Spuren  von  Kieselgel  nachgewiesen  werden,  das  sich  zu  kleinen  Teilen  im 
Laufmittelgemisch  gelöst  hatte. Um  auch  die  Spuren  von  Kieselgel  zu  entfernen, 
wäre  eine Aufreinigung unter Verwendung  von präparativer HPLC denkbar. Das 
Löslichkeitsproblem  kann  ebenso  umgangen  werden,  indem  die  vier  freien  OH‐
Gruppen  der Galaktoseeinheit  nach  der  Entschützung  zum  Beispiel  silylgeschützt 
werden, was die Löslichkeit des Moleküls  in organischen Lösungsmitteln erheblich 
erhöht und  eine  säulenchromatographische Reinigung möglich machen  sollte. Der 
Einsatz  der  unpolaren  Schutzgruppen,  wie  in  Schema  3.12  abgebildet,  würde 
zusätzlich  die  Möglichkeit  bieten,  die  optimierten  Reaktionsbedingungen  der 
reduktiven  Aminierung  in  Benzol  zu  verwenden,  da  das  ungeschützte 






























































Mit  der  Synthese  des  Cyclopentenylaminbausteins  3  konnte  die  Darstellung  von 
Queuosin  fortgesetzt werden.  Als  Kupplungspartner  von  3 wurde  das  7‐Formyl‐
desazaguanosin  52 benötigt. Retrosynthetisch kann  52 dabei  aus  7‐Benzylguanosin 
81 durch Entschützung und Oxidation erhalten werden  (s. Schema 3.13). 81 würde 
man  aus  einer  Glykosidierungsreaktion  zwischen  dem  Chlorzucker  83  und  der 








































Schlüsselschritt  dieser  Synthesesequenz  ist  hierbei  die  Glykosidierungsreaktion 
zwischen dem chloraktivierten Zucker 83 und der 7‐Desazaguaninbase 82.  





beiden  Alkoholgruppen  benzylgeschützt  und  anschließend  mit  Dess‐Martin‐















1) BnCl, NaH, Tol,
__100°C, 3h, 80%
2) Dess-Martin-
__Periodinan, RT, 2h, 
__85%













Schema 3.14: Synthese der 7-Benzyloxydesazaguanin-Base 89.  
Für  die  anschließende  Glykosidierungsreaktion  wurde  zunächst  der  aktivierte 
Chlorzucker  93  synthetisiert  (s.  Schema  3.15).  D‐(‐)Ribose  90  wurde  nach 
Standardbedingungen acetonid‐ und TBDMS‐geschützt. 92 wurde nun selektiv nach 
modifizierten Appel‐Bedingungen zum  α‐Chlorzucker umgewandelt. Aufgrund der 
leichten Anomerisierung  zum  thermisch  stabileren  β‐Chlorzucker  –  es  ist möglich 
den  α‐Chlorzucker  durch  Erhitzen  bei  60°C  in  Dichlormethan  über  24  h  in  den 
































92 α-93  
Schema 3.15: Synthese des chloraktivierten Zuckers 93. 
Desazaguaninbasen sind sehr schlechte Nukleophile und müssen zur Erhöhung ihrer 
Nukleophilie  vor  der Reaktion  an  der N(9)‐Position  deprotoniert werden. Da  das 
N(3)‐Proton  sehr  viel  azider  ist  als  das  N(9)‐Proton,  musste  zunächst  die  N(3)‐
Position  geschützt  werden.  Dies  ist  entweder  über  die  direkte  Schützung  des 
Stickstoffs möglich oder durch Substitution der Hydroxygruppe über das Keto‐Enol‐
Tautomer. Standardmethoden zur Substitution des sehr unreaktiven Ketons, wie die 
Chlorierung  der  4‐Position,  die  Reaktion  zum  Methoxymethylether  oder 
Benzylether,  führten  in  allen  Fällen  zur  Zersetzung  des  sehr  labilen  Edukts.  Ein 




Zugabe  von  BSA  zum  Reaktionsgemisch  halbstündlich  eine Analyseprobe  isoliert 
und mittels NMR analysiert wurden. Diese zeigten, dass ein erstes Äquivalent von 




führten  jedoch  dazu,  dass  eine  intramolekulare  Umlagerung  der 
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1) BSA, ACN, 35°C, 45min
2) KOH, RT, 30min
























Schema 3.16: Reaktionsschritte der Glykosidierungsreaktion 
Diese  Reaktionsbedingungen  wurden  nun  für  die  Glykosidierungsreaktion 
verwendet. Die sehr schlechte Löslichkeit von 89 wurde durch den Einsatz von BSA 
ebenso  verbessert:  Nach  Zugabe  von  BSA  zur  Suspension  von  89  in  Acetonitril 
erhielt  man  nach  wenigen  Minuten  eine  klare  rote  Lösung.  Wurde  im  nun 






Zur  Überprüfung,  ob  in  dieser  Reaktion  wie  geplant  ein  β‐N(9)‐konfiguriertes 
Nukleosid  entstanden  war,  ergaben  NOESY‐NMR‐  und  COSY‐NMR‐Messungen. 
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Neben  den  zuordenbaren  Raum‐  und  Bindungskopplungen  des  Zuckers  und  der 
Nukleobase eines N(9)‐Nukleosids wurde eine einzelne zusätzliche Raumkopplung 
zwischen  dem  C(8)  und  einem  der  beiden  Stickstoffatome  des  Heterozyklus 
gefunden.  Diese  Kopplung  durfte  in  einem  N(9)‐verbrückten  Nukleosid  nicht 
auftreten,  da  das  C(8)‐Proton  von  keinem  N‐H  Proton  in  unmittelbarer  Nähe 
umgeben  ist. Dieses  Ergebnis  gab Anlass  zur Annahme,  dass  ein N(1)‐Nukleosid 
gebildet wurde. Weitere NMR‐Studien ergaben, dass diese Raumkopplung in der Tat 
zwischen  dem  C(8)‐Proton  und  dem N(9)‐Proton  vorlag.  Im  Zusammenhang mit 
zwei Publikationen,  in denen eine Synthese von N(1)‐Adeninderivaten beschrieben 
wurde135,  136,  ist  dieses  Ergebnis  eine  weitere  Beobachtung  eines  N(1)‐Desaza‐
guanosinnukleosids 95. 
Da  ausreichend Material  vorhanden war,  sollte  die  Synthese  dennoch  fortgesetzt 




Das  benzylgeschützte  7‐Hydroxymethylnukleosid  95,  aber  auch  die 
Desazaguaninbase 89 waren, wie erwähnt, sehr  temperatur‐ und säureempfindlich. 
Reaktionstemperaturen von über 60°C oder saure Reaktionsbedingungen führten zu 
einer Zersetzung  des  Produktes  zu  einem  dunkelvioletten  Feststoff  innerhalb  von 
Minuten.  D.h.  die  weiteren  Reaktionen  der  Synthese mussten  also  bei  niedrigen 




die  Verwendung  von  Natrium  in  flüssigem  Ammoniak  den  gewünschten  freien 
Alkohol  96.  Die  Oxidation  des  Alkohols  96  zum  Aldehyd  97  nach  Swern‐
Bedingungen  oder  mit  MnO2  führte  erneut  zur  Zersetzung  des  Produktes.  Hier 













Na/NH3,   
-50°C, 1h







2) NaBH4 , MeOH, 5h






























Die  Aminierungsreaktion  von  97  mit  3  und  die  anschließende  Reduktion  mit 




isomer  entschützt  werden.  Die  Silylentschützung  von  98  lief  ohne  Probleme  ab. 
Dagegen  führten  saure  Bedingungen  –  es wurde  Trifluoressigsäure  und wässrige, 
50%ige  Ameisensäure  getestet,  aber  auch  die  Verwendung  von  sehr  milden 
Entschützungsbedingungen,  wie  der  Einsatz  von  FeCl3  oder  (Acetonitril)2PdCl2  –
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sowohl  zur  Zersetzung  von  98  als  auch  von  99  (s.  Schema  3.18).  Dieselbe 
Beobachtung  wurde  auch  von  den  Autoren  gemacht,  die  die 
N(1)‐Adenosinnukleoside  synthetisiert  hatten.  Die  verwendeten  N(1)‐Nukleoside 
zerfielen  unter  Reaktion  mit  Trifluoressigsäure  oder  unter  schwach  sauren 
Bedingungen.135, 136 Im Gegensatz dazu publizierten die Forschergruppe Goto et al. für 
das Queuosinnukleosid sehr viel drastischere Entschützungsbedingungen,  in denen 
das Nukleosid  8  h  bei  80°C  in  2 molarer  Salzsäurelösung  gerührt wurde.98 Dieser 






































-TFA (90%)         -HCOOH, H2O (1:1)





Mit  dieser  kurzen  Synthesesequenz  konnte  somit  eine  Synthese  zum  geschützten 
N(1)‐Nukleosidderivat von Queuosin gezeigt werden. Basierend auf dieser Synthese 
des  N(1)‐Queuosinderivats  konnten  die  Reaktionsbedingungen  der  reduktiven 
Aminierung zwischen einem 7‐Formylguanosinderivat und dem Cyclopentenylamin 
ausgearbeitet  werden,  die  im  nachfolgenden  Teil  der  Dissertation  erfolgreich 
verwendet wurden.  
Leider war  es nicht möglich, die Acetonidschutzgruppen  selbst unter Anwendung 
sehr  milder  Reaktionsbedingungen  abzuspalten  und  dadurch  das  freie  N(1)‐
verbrückte Isomer des Queuosins zu erhalten.  
 







Für  die  Synthese  von  Queuosin  musste  aufgrund  der  falschen  Regiochemie  der 
Nukleosidierung  somit  ein  neuer Weg  gefunden werden. Hauptproblem war  nun 
nicht mehr  die  Frage  der Durchführbarkeit  der  reduktiven Aminierung  zwischen 
dem  Cyclopentenylamin  3  und  dem  7‐Formyldesazaguanosin  52,  sondern  die 
Synthese  des  N(9)‐Desazaguanosin‐Nukleosids  selbst.  Die  in  dieser  Arbeit 
durchgeführten  Experimente,  die  wenigen  bekannten  Publikationen  zur 
Glykosidierung  von  erfolgreich  synthetisierten  Queuinbasen,  aber  auch  generelle 
Syntheseprobleme von Desazanukleosiden zeigten, dass nur eine geringe Anzahl an 
Substituenten an der 7‐Position der Desazaguaninbase eine Glykosidierungsreaktion 
erlauben.  Die  einzigen  bekannten  funktionellen  Gruppen  an  der  (7)‐Position  von 







R = -H, -CN, -Cl, -Br, -I
 




Position  und  damit  die  Tendenz,  eine  Glykosidierungsreaktion  einzugehen, 
erheblich herabsetzen. 
Ein  neuer  Syntheseweg,  der  nun  getestet werden  sollte, war  die Möglichkeit mit 
einem  7‐Ioddesazaguanosin  eine Kreuzkupplung  durchzuführen  (s.  Schema  3.19). 
Arbeiten zur Formylierung an Aromaten sind zahlreich bekannt, dennoch blieb die 
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Frage  offen,  ob  die  geplante  Kreuzkupplung  auch  an  dem  relativ  deaktivierten 
Pyrrolosystem  durchführbar  ist,  da  im Gegensatz  zur  Sonogashira‐Kreuzkupplung 


















































Der  Ioddesazaguaninbaustein  101  (s.  Schema  3.20)  wurde  synthetisiert,  indem 
Chloracetaldehyd 97 mit 2,4‐Diamino‐6‐hydroxypyrimidin zur Desazaguaninbase 98 
in  sehr  guten  Ausbeuten  kondensiert  wurde.  Die  Pivaloylschützung  der 
exozyklischen Aminogruppe, die anschließende Chlorierung mit Phosphorylchlorid 
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Die  Base  101  wurde  nun  nach  Vorbrüggen‐Bedingungen  mit  einem 
tribenzoylgeschützten D‐(‐)‐Ribose‐Derivat  zum Nukleosid  102 umgesetzt und das 
Nukleosid mit  1,4‐Diazabicyclo[2.2.2]oktan  (DABCO) und Triethylamin dechloriert 
(s.  Schema 3.21).  Die  Aldehydgruppe  wurde  über  eine  Palladium‐katalysierte 
Kohlenmonoxidinsertion  mit  anschließendem  „quenschen“  des  metallorganischen 
Intermediats mit Tributylzinnhydrid eingeführt. 
Eine  reduktive  Aminierung  von  104  mit  Cyclopentenylamin  3  und 
Natriumborhydrid  als  Hydridspender  ergab  105  in  sehr  guter  Ausbeute.  Die 
Entschützung  der  Pivaloyl‐  und  Benzoylschutzgruppen  mit  Natiumhydroxid  in 



























































2) NaBH4 , MeOH, 5h
70% in 2 Stufen
1) NaOH/MeOH, 
RT, 48h
2) HCl (2N), RT, 
6h






























Schema 3.21: Synthese von Queuosin 1. 
Das  Nukleosid  bzw.  der  Vorläufer  soll  nun  in  weiteren  Arbeiten  über  RNA 
Festphasensynthese  in  einen  RNA‐Strang  eingebaut  werden.  Studien  über 
physikalische und chemische Eigenschaften dieser tRNA Modifikation innerhalb der 
RNA  sollen  einen  Einblick  in  die  Funktionsweise  der  komplexen  tRNA 
Modifikationen in der Zelle geben. Leider konnte dies im Rahmen dieser Arbeit nicht 
mehr durchgeführt werden. 








in  dieser  Dissertationsarbeit  synthetisiert  werden  sollte.  Geplant  war  auch 
Archaeosin  in  einen  Phosphoramiditbaustein  umzuwandeln  und  in  einen  RNA‐
Strang einzubauen. Um das 7‐Amidino‐desazaguanosin 106 zu erhalten, bot sich an, 
zunächst  das  7‐Cyano‐desazaguanosin  107  zu  synthetisieren  und  anschließend  in 
einer  Pinner‐Umwandlung  die  Amidingruppe  zu  erzeugen.142  Auch  hier  ist  die 
Verknüpfung  zwischen  der  7‐Desazaguaninbase  und  dem  Ribozucker  die 









































































Schema 3.23: Von Gibson et al. publizierter Syntheseschritt.143 
110  sollte  als Ausgangssubstanz  für die  Synthese  von Archaeosin dienen und der 
Weg von Gibson et al. wurde  in Rahmen der Arbeit zunächst untersucht. Nach der 
durchgeführten  Synthese  von  110  wurden  wie  beschrieben  tatsächlich  zwei 
Nukleoside  mit  dem  gesuchten  Molekulargewicht  identifiziert,  die  sowohl 
säulenchromtatographisch  als  auch  über  präparative  HPCL  aufgrund  einer 
identischen Retentionszeit  nicht  voneinander  zu  trennen waren. Nach dem NMR‐
Spektrum  des  Gemisches  lagen  zwei  Isomere  im  Verhältnis  von  3:1  vor.  Diese 
zeigten  jedoch  für  N(9)‐Nukleoside  ungewöhnliche  Verschiebungen.  Im  Bereich 
zwischen 10‐12 ppm waren  jeweils zwei Signale zu erkennen, die zwei einzelne an 
Stickstoff  gebundene  Protonen  zeigen  (δ =  10.96,  12.26  und  11.24,  12.32  ppm)  (s. 




Gibson  et  al.  postuliert,  über  den  N(9)‐Stickstoff  des  Pyrrolosystems  verbrückt, 
sondern über einen anderen Stickstoff des Heterozyklus.  
 


















































HCl/MeOH, RT, 1h, 
60%






Der Versuch,  zur  näheren Charakterisierung  die  beiden  Isomere  über  präparative 
HPLC  zu  trennen,  misslang  ebenso,  da  beide  Stoffe  identische  Retentionszeiten 
besaßen.  Sowohl  die  Entschützungsreaktion  am  Zucker  zu  112,  dargestellt  in 




das  N(9)‐verbrückte  Nukleosid  synthetisiert  hatten,  sondern  ein  α/β‐
Isomerengemisch,  in  dem  die  exozyklische  Amingruppe  die  Verbindung  zum 
Zucker darstellt  (s. Abbildung  3.11). Welches der  Isomere  im Überschuss  gebildet 
wurden, konnte aus den Spektren leider nicht entnommen werden. 





















Abbildung 3.11: Struktur von α/β-111 und gemessene NMR-NOESY-Kopplungen. 
 
Abbildung 3.12: NMR-Spektrum von α/β-111 
 
Abbildung 3.13: NMR-NOESY-Kopplung in α/β-111 zwischen a) H-C(8)/H-N(9) und b) H-N(2)/H-C1’ 
 
In  den NMR‐Messungen  sieht man  zum  einen  die NOESY‐  und COSY‐Kopplung 
zwischen dem N(9)‐Proton und dem C(8)‐Proton (s. Abbildung 3.13), aber auch die 
Raumkopplung  zwischen  dem  verbrückenden‐N‐Proton  und  dem  C1’‐Proton  des 
a) b) 
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Zuckers.  Das  dritte  N‐gebundene  Proton  konnte  aufgrund  seiner 
Tieffeldverschiebung  nicht  gemessen  werden.  Dieses  Ergebnis  konnte  zusätzlich 
untermauert werden,  indem eine pivaloylgeschützte 7‐Cyanodesazaguaninbase 115 















Schema 3.25: Cyanobasen für die Glykosidierungsreaktion. 
 
Nach diesen Erkenntnissen musste  ein  anderer Weg  zur  Synthese von Archaeosin 
gefunden  werden.  Wie  die  Vorarbeiten  auf  dem  Gebiet  des  Archaeosins  und 
Queuosins  zeigten,  war  zwar  die  Vorbrüggen‐Reaktion  geeignet,  um  die 
Totalsynthese zu ermöglichen, dennoch nur bedingt für die Synthese verschiedener 
7‐Desazanukleoside  geeignet. Da nur  sehr wenige  funktionelle Gruppen  an der  7‐
Position  der Guaninbase  die  Vorbrüggen‐Reaktion  ermöglichen, war  nun  das  Ziel, 
einen  Weg  zu  finden,  wie  7‐Cyanodesazaguaninbasen  und  deren  Derivate  mit 
chloraktivierten  Zuckern  reagieren.  Dazu  wurden  Verbindungen  115  und  116 
synthetisiert und die Reaktion mit dem in situ hergestellten Zucker 93 getestet. In der 
Glykosidierungsreaktion wurde  als Deprotonierungsreagenz  der Nukleobase  zum 
einen  KOH  in  Verbindung  mit  Tris‐(methoxyethoxyethyl)‐amin  als 
Phasentransferkatalysator verwendet, als auch Natriumhydrid eingesetzt.  
Ergebnis  dieser  Reaktionsreihe war,  dass  allein  die  pivaloyl‐  und  chlorgeschützte 
Cyanobase 115  reaktiv genug war, um mit dem Chlorzucker zu  reagieren und ein 
7‐Cyano‐desazaguanosinnukleosid entstanden war. Verbindung 116 zeigte dagegen 
keine  Reaktivität.  1D‐  und  2D‐NMR  Untersuchungen  ergaben,  dass  das  N(9)‐
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verbrückte Nukleosid 117 in β-Konformation entstanden ist (s. Abbildung 3.14 und 
Abbildung 3.15).  
 




















Abbildung 3.15: Struktur von 117 und ausgewählte NOESY-Kopplungen. 
Mit der Synthese des 7‐Cyano‐desazaguanosinnukleosids als Schlüsselbaustein zur 
Synthese  von  Archaeosin  wurde  nun  folgende  Synthese  entwickelt. 
Ausgangssubstanz  war  Essigsäuremethylester,  welches  nach  Enolisierung  und 
Reaktion mit Chloracetonitril  zum  2‐Chlor‐3‐oxopropannitril umgewandelt wurde. 
Kondensation  von Nitril  118 mit  2,4‐Diamino‐6‐hydroxypyrimidin  ergab  7‐Cyano‐
desazaguanin  119  (preQ0‐Base)  in  hoher  Ausbeute.  Diese  wurde  mit 
Pivaloylsäurechlorid  umgesetzt  und  mit  Phosphorylchlorid  chloriert  (s.  Schema 
3.26).  









































deprotoniert  und  zu  der  Lösung  der  in  situ  hergestellten  Chlorzucker  gegeben 
(Schema  3.27). Nach  18  h wurde  die  Reaktion  aufgearbeitet  und  122  in mäßigen 
Ausbeuten isoliert. Die Dechlorierung des Nukleosids mit DABCO und Triethylamin 
und  die  Abspaltung  der  Acetonid‐  und  tert‐Butyldimethylsilylschutzgruppe  nach 
Standardbedingungen  verliefen  reibungslos.  Der  Abschluss  der  Synthese  von 
Archaeosin  wurde  in  der  Diplomarbeit  von  Tobias  Brückl  erarbeitet.  Die 
Pivaloylschutzgruppe konnte so in einem anschließenden Schritt alkalisch gespalten 
werden und man  erhielt das preQ0‐Nukleosid  125  in guten Ausbeuten  (s.  Schema 
3.27).  
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1) HCl/MeOH, 0°C, 4h 






































































Schema 3.27: Synthese von Archaeosin 126. 
Mit HCl  in Methanol wurde  dann  zunächst  der  Imidester  gebildet  und  in  einem 
abschließenden  Schritt  mit  methanolischem  Ammoniak  die  Amidinfunktion 
synthetisiert. Während 125 noch säulenchromatographisch gereinigt werden konnte, 
musste  das  sehr  polare Archaeosin mit Hilfe  präparativer HPLC  isoliert werden. 
Archaeosin konnte somit erstmals in 12 Syntheseschritten hergestellt werden. 








preQ1‐Base  (7‐Aminomethyl‐desazaguanin)  131  synthetisiert werden.  Dieses  sollte 





6‐hydroxypyrimidin  kondensiert  und  die  Desazaguaninbase  129  mit 
Oktylsäurechlorid am exozyklischen Stickstoff geschützt. Eine Mannich‐Reaktion mit 
Formaldehyd und Dibenzylamin liefert das Dibenzylaminomethyldesazaguanin 130. 
Eine Aminoaustauschreaktion,  die  von Akimoto  et  al. mit  einer  78%igen Ausbeute 
angegeben wurde, mit gleichzeitiger Entschützung sollte nun das  freie Amin preQ1 
131  ergeben.  Die  Umsetzung  von  131  misslang  jedoch,  da  außer  der  Oktyl‐
Schutzgruppenabspaltung keine Reaktion des Dibenzylamins zu beobachten war. 
2) Bn2NH, HCHO,
__AcOH (80%), 60°C, 2h
1) ClCO(CH2)6Me,     
__Pyr, 85°C, 0.5h
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Um  die  preQ1‐Base  dennoch  zu  erhalten,  wurde  eine  neue  fünf‐stufige  Route 
erarbeitet,  die  über  die  Synthese  der  preQ0‐Base  verlief  und  die  in  Schema  3.29 
dargestellt  ist. Ausgangssubstanz, wie schon  für die Synthese von Archaeosin, war 
Essigsäuremethylester  117,  welcher  nach  Enolisierung  und  Reaktion  mit 
Chloracetonnitril  zum  2‐Chlor‐3‐oxopropanitril  118  umgewandelt  wurde. 
Kondensation  von Nitril  118 mit  2,4‐Diamino‐6‐hydroxypyrimidin  ergab  7‐Cyano‐
desazaguanin 132 (preQ0) in guter Ausbeute.144 Für die Synthese von preQ1 sollte die 
Cyanogruppe  direkt  zur  Aminomethylgruppe  von  preQ1  hydriert  (H2,  Pd/C) 
werden.145  Die  Reaktion  ergab  preQ1,  aber  leider  nur  als  Reaktionsgemisch, 
bestehend aus nicht umgesetzten Edukt und der preQ1‐Base 133, dessen Reinigung 
sich  als  sehr  schwierig  herausstellte. Um die Aufreinigung durchzuführen, wurde 
das Reaktionsgemisch mit  (Boc)2O umgesetzt. Die N‐Boc‐geschützte preQ1‐Base 134 
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Die  Gesamtausbeute  war  mit  10%  leider  niedriger  als  erwartet.  Versuche,  die 
Ausbeute von 131 zu erhöhen, z.B. durch Durchführung der kritischen Hydrierung 
bei  erhöhtem  Druck,  blieben  erfolglos.  Um  größere Mengen  von  preQ1  (131)  zu 
synthetisieren, wie  sie  z.B.  für Kristallisationsstudien  benötigt werden, wurde  ein 
alternativer Syntheseweg entwickelt, der in Schema 3.30 abgebildet ist. 
Ausgangsverbindung war N‐(3‐Hydroxypropyl‐)phthalimid 135, das mit Dess‐Martin 
Periodinan  zu  Aldehyd  136  umgesetzt  wurde.  α‐Bromierung  mit 
Trimethylsilylbromid,  und  nachfolgende  Reaktion  mit  2,4‐Diamino‐6‐
hydroxypyrimidin  ergab  direkt  die  phthalimidgeschützte  preQ1‐Base  137  in  einer 
Ausbeute  von  85%.146  Die  anschließende  Phthalimidentschützung  wurde  mit 
Hydrazin  durchgeführt.147  Die  Aufreinigung  von  preQ1  wurde  wieder  nach  der 
Reaktion  mit  (Boc)2O  säulenchromatographisch  durchgeführt.  Spaltung  der  Boc‐
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Dieser  Syntheseweg,  dargestellt  in  Schema  3.30,  ergab  genügend  Material,  um 
Kristallisationsstudien  von  131 durchzuführen. Es wurden  gelbe Kristalle  von  131 
erhalten,  indem eine methanolische ges. Lösung von 131 über 4 h erhitzt  (T=40°C) 
wurde.  Die  gebildeten  Kristalle  wurden  eliminiert,  getrocknet  und  in  die 
Röntgendiffraktionsanalyse  eingesetzt.  Die  Analyse  der  Kristallstrukturdaten 
ergaben das überraschende Ergebnis, dass die Elementarzelle das doppelte Volumen 
wie  vorausberechnet  hatte.  Eine  genauere  Betrachtung  der Kristallstruktur  zeigte, 
dass das Monokation und Dikation des PreQ1‐Trifluoracetatsalzes in dem Kristall zu 
gleichen  Teilen  vorlagen.  In  dem  Kristall  sind  beide  Verbindungen  von  drei 
Trifluoracetatmolekülen  umgeben  (Abbildung  3.16).  Die  Messung  zeigt  deutlich, 




Abbildung 3.16: Kristallstruktur von preQ1-Trifluoroacetat Salz. Die Elliptoide stellen eine 30%ige 
Aufenthaltswahrscheinlichkeit dar. 
Eine  intramolekulare  Wasserstoffbrückenbindung  zwischen  dem  Proton  der 
protonierten Aminogruppe und dem Keton des Heterozyklus  (N5‐O1 und N10‐O4) 
kann man in beiden Basen erkennen. Die Länge der H‐Bindung zwischen N(10) und 







Abbildung 3.17: Packung des preQ1 Kations (Projektion Normal (001)) im Kristall. Die Elliptoide 
stellen eine 30%ige Aufenthaltswahrscheinlichkeit dar. 
In Abbildung 3.17  ist die Kristallpackung des Mono‐ und Dikations gezeigt. Beide 
Basen  liegen  in  einer  dimer‐ähnlichen  und  planar  angeordneten  Form  vor.  Die 
Zigzag‐Kette  von Monokation N3‐C3‐N2‐C2‐N4  liegt  über  der Zickzack‐Kette  des 
Dikations  C13‐N8‐C12‐N7‐C11,  so  dass  abwechselnd  Stickstoffatome  über 
Kohlenstoffatomen  liegen  und  umgekehrt  und  damit  eine  π‐π  Wechselwirkung 
vorliegt. Die Abstände dieser Atome variieren zwischen 3.269 und 3.356 Å. 
 
Das  auf  diesen  Weg  synthetisierte  preQ1  wurde  in  oben  beschriebenen 
Kristallisationsstudien  mit  RNA  der  Forschungsgruppe  um  Prof.  Ficner  an  der 
Universität  Göttingen  eingesetzt.  Nach  Testen  verschiedener 
Kristallisationsbedingungen  konnten  erste  kleine  Kristalle  erhalten  werden 
(s. Abbildung 3.18). Diese streuen allerdings relativ schlecht nur bis ca. 7Å, so dass 
noch  nicht  gesagt  werden  kann,  ob  es  sich  bei  diesen  Kristallen  um  Kokristalle 
zwischen  RNA  und  preQ1‐Base  handelt.  Problematisch  ist  derzeit  der  sehr  lange 
Zeitraum (4‐5 Monate) der für das Wachstum eines Kristalls benötigt wird, d.h. man 
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ist  relativ  limitiert  im Optimieren  der Kristallisationsbedingungen. Dennoch  kann 
erwartet werden, dass in einiger Zeit Co‐Kristalle gebildet werden, die sowohl RNA 





Abbildung 3.18: Röntgenstrukturaufnahme der preQ1-RNA Kristallisationsstudie. 
  






Im  Rahmen  dieser  Arbeit  konnte  sowohl  die  Synthese  der  tRNA  Modifikation 
Queuosin  als  auch  von  Archaeosin  erfolgreich  durchgeführt  werden.  Queuosin 
konnte in 15 Stufen und einer Gesamtausbeute von 7% erhalten werden, in dem ein 
Cyclopentenylring  mit  einem  7‐Formyl‐desazaguanosinderivat  reduktiv  aminiert 
wurde.  Das  Cyclopentenylamin  wurde  in  einer  kurzen  sechs‐stufigen 
Synthesesequenz  synthetisiert.  Die Mitsunobu‐Bedingungen  wurden  so  angepasst, 
dass  allein  das  SN2‐Produkt  erhalten  wurde.  Die  Allylazid‐Umlagerung  konnte 
erfolgreich unterbunden werden. Der zweite Formyl‐desazaguanin‐Baustein wurde 
in  einer  weiteren  sechs‐stufigen  Synthesesequenz  erzeugt.  Das  Nukleosid  wurde 
nach  Vorbrüggen‐Bedingungen  erhalten.  Dieses  wurde  über  eine  Palladium‐











Beide  Modifikationen,  bzw.  im  Falle  von  Queuosin  auch  der 
Formyldesazaguanosinvorläufer, können nun in das entsprechende Phosphoramidit 
umgewandelt  werden  und  mittels  Festphasensynthese  in  einen  tRNA  Strang 
eingebaut werden. Schmelzpunkt‐ und 2D‐NMR Studien können  einen Einblick  in 
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die  konformationellen  und  elektronischen  Eigenschaften  der RNA Modifikationen 
liefern.  Desweiteren  kann  durch  die  erstmalige  Synthese  der  Glykosid‐  und 
Aminosäuremodifikationen  der  Einfluß  dieser weiteren Derivatisierung  aufgeklärt 
werden. Mit den wichtigen Bausteinen  ist es nun ebenfalls möglich, einzelne, noch 


















1H‐  und  13C‐Kernresonanzspektroskopie‐Spektren  wurden  an  einem  Varian 
Gemini 200,  Varian,  Bruker  ARX  200,  Bruker  AMX  300  bei  Raumtemperatur 
aufgenommen.  Die  chemischen  Verschiebungen  (δ)  wurden  auf  das  jeweilige 















F254,  Schichtdicke  0.25  mm,  der  Firma  Merck  verwendet.  Die  Detektion  der 
Substanzen erfolgte mittels UV‐Licht (λ = 254 nm bzw. 366 nm), durch Anfärben mit 









Für  die  Flash‐Säulenchromatographie  (FC)  wurde  Kieselgel  60  der  Firma  Merck 






eingesetzt.  Dichlormethan  wurde  über  Calciumhydrid,  THF  über  Kalium  und 
Methanol  über  Magnesium  getrocknet.  Lösungsmittel  für  Extraktionen  und 
Säulenchromatographie  waren  von  technischer  Qualität  und  wurden  vor 
Verwendung  destilliert.  Das  Entfernen  von  Lösungsmitteln  in  vacuo  wurde  mit 














































Eine  Lösung  von  D‐Ribose  (10  g,  66.6 mmol)  und  2,2‐Dimethoxypropan  (20 mL, 
163 mmol) in Aceton (80 mL) wurde mit einem Eisbad auf 0°C gekühlt. Dann wurde 
langsam  70%ige  Perchlorsäure  (4 mL,  46.8 mmol)  zugetropft.  Das  Eisbad wurde 
entfernt und die Lösung bei RT 2 h gerührt, wobei sich diese  langsam gelb‐orange 
färbte. Methanol  (14 mL, 345 mmol) wurde zugegeben und nochmals 2 h gerührt. 



























1‐Methoxy‐2,2‐acetondiacetal‐D‐ribose  56α/56β  (4.0  g,  19.6 mmol) wurde  in  einem 
500 mL  Schlenkkolben  mit  Wasserabscheider  und  Rückflusskühler  in  Benzol 
(200 mL)  gelöst  (Rührfischhantel) und unter Rühren mit Pyridiniumchlorochromat 
(16.8  g,  77.9  mmol)  versetzt.  Das  Reaktionsgemisch  wurde  über  Nacht  bei  90°C 
(Ölbad  110°C)  refluxiert. Das  LM wurde  vom  schwarzen  Rückstand  abdekantiert 












(m),  858  (m)  cm‐1;  1H NMR  (200 MHz, CDCl3):  δ  =  5.34  (s,  1H, C1’H)  ,  4.80  (d,  J  = 
5.5 Hz, 1H, C2’H), 4.56 (d, 1H, J = 5.5 Hz, C3’H), 3.53 (s, 3H, OCH3), 1.46 (s, 3H, CH3), 


















Diethylether‐Wasser‐Gemisch  (5:1,  150 mL)  gegeben  und  die  Phasen  getrennt. Die 
wässrige  Phase  wurde  mit  Ether  (2  ×  50  mL)  extrahiert  und  die  vereinigten 
organischen  Phasen  mit  wässriger  NaCl‐Lösung  gewaschen  und  über  NaSO4 
getrocknet.  Das  LM  wurde  in  vacuo  zur  Hälfte  entfernt  (T=30°C)  und  das 








4.80  (d,  J = 5.5 Hz, 1H, C4’H), 1.39  (s, 6H, 2 × CH3);  13C NMR  (75 MHz, CDCl3): δ = 












Eine  Lösung  des  Cyclopentenons  54  (370 mg,  2.4 mmol)  in MeOH  (abs.,  15 mL) 
wurde  auf  0°C  gekühlt  und  Certrichlorid‐heptahydrat  (941 mg,  2.52 mmol)  und 



























bei  0°C  Triphenylphosphin  (72  mg,  0.275  mmol)  zugegeben  und 
Stickstoffwasserstoffsäure  (0.92  M  in  Toluol,  0.295 mL,  0.27  mmol)  und 
Diisopropylazodicarboxylat  (0.052  mL,  0.27  mmol)  mit  einer  Spritzenpumpe 
tropfenweise  in  einer  Stunde  zugegeben. Die Reaktion wurde  bei  0°C weitere  7 h 
gerührt. Anschließend wurde Triphenylphosphin (55 mg, 0.21 mmol) zugegeben und 
6  h  bei  0°C  und  6  h  bei RT  gerührt. Anschließend wurde H2O  (40  μL,  2.2 mmol) 
zugegeben. Die flüchtigen Anteile wurden unter vermindertem Druck entfernt (40°C, 
70  mbar).  Das  Rohprodukt  wurde  säulenchromatographisch  (CHCl3/MeOH,  7:1) 
gereinigt und man erhielt 3 (24 mg, 72%) als farbloses Öl.  
 




C3’H),  2.52  (b,  2H, NH2),  1.40  (s,  3H, CH3),  1.34  (s,  3H, CH3);  13C NMR  (75 MHz, 






















gewaschen. Die  organische  Phase wurde  über MgSO4  getrocknet. Nach  Entfernen 
des  Lösungsmittels  in  vacuo wurde  der  ölige Rückstand  säulenchromatographisch 
(Isohexane/EE, 3:1 ? 2:1) gereinigt. 58 (6 mg, 60%) wurde als farbloses Öl erhalten. 
58  wurde  in  Isopropanol  (0.5  mL)  gelöst  und  mit  chiraler  HPLC  (OD‐H  Säule, 
Isopropanol/Hexan 90:10) analysiert.  
 

















37.4 min)  und  58  (tR = 57.6 min)  auf  einer OD‐H  Säule  (Isopropanol/Hexan  90:10, 
0.5 mL/min). 
 
































































1‐Hydroxy‐2,3‐5,6‐diisopropylidene‐α‐D‐lyxo‐hex‐5‐enfuranose  (10.4  g,  40  mmol) 
wurde  in  Pyridin  (abs.,  90 mL)  vorgelegt  und  Benzylchlorid  (6  mL,  52  mmol) 
zugegeben. Es wurde über Nacht gerührt. Die Lösung wurde in vacuo eingeengt und 





















63  (8.19  g,  22.47 mmol) wurde  in  Essigsäure  (konz.,  50 mL)  gelöst  und  auf  40°C 
erhitzt. Nach Zugabe von Wasser (20 mL) bildete sich ein weißer Niederschlag, der 
sich  nach  30 min  bei  40°C  auflöste. Nach  22  h wurde  das  Lösungsmittel  in  vacuo 
entfernt und der Feststoff Toluol (2 x 15 mL) koevaporiert. Der weiße Feststoff wurde 














HC3’),  5.40  (m,  2H,  HC6’),  6.01  (m,  1H,  HC5’),  6.42  (s,  1H,  HC1’),  7.45  (m,  2H, 












Benzoesäureester 64  (1.5 g, 5.17 mmol) wurde  in MeOH  (7 mL, abs.) vorgelegt und 
KOtBu  (7 mg, 0.06 mmol) zugegeben. Es wurde 20 h  lang bei RT gerührt und die 
Reaktionslösung  anschließend  mit  DOWEX‐HCR2  auf  pH=7  gebracht.  Der 
Kationenaustauscher wurde  abfiltriert  und  das  Lösemittel  in  vacuo  entfernt. Man 
erhielt  ein  farbloses Öl  als  Rohprodukt  (1.4  g), welches  säulenchromatographisch 















Methyltriphenylphosphosphoniumbromid  (4.03 g, 11.3 mmol) wurde  in THF  (abs., 
50 mL) gelöst und auf ‐20°C gekühlt, wobei n‐BuLi (1.6 M in Hexan, 7.0 mL) langsam 











– 5.42  (m, 4H, H‐1, H‐7), 5.86  (m, 1H, H‐2), 6.02  (m, 1H, H‐6);  13C NMR  (75 MHz, 




















(3R,4S,5R)‐3,4‐Isopropylidenehepta‐1,6‐diene‐3,4,5‐triol  66  (430  mg,  2.33  mmol) 
wurde  in  CH2Cl2  (abs.,  7  mL)  vorgelegt  und  zu  der  farblosen  Lösung 
Grubbs‐Katalysator II (52 mg, 2.2 mol%) hinzugefügt. Die braune Suspension wurde 






(d,  1H,  J=5.5, H‐4),  5.90  (m,  1H, H‐2),  6.03  (d,  J=5.4,  1H, H‐1);  13C NMR  (75 MHz, 















Einer  Lösung  von  60  (500  mg,  3.2  mmol)  in  CH2Cl2  (abs.,  8  mL)  wurden  bei  






Lösung  (5  mL)  zugegeben.  Die  wässrige  Phase  wurde  mit  CH2Cl2  (3  ×  7.5  mL) 
extrahiert. Die  vereinigten  organischen  Phasen wurden mit H2O  gewaschen,  über 
MgSO4  getrocknet  und  filtriert.  Das  Lösungsmittel  wurde  in  vacuo  entfernt.  Die 


















Rückfluss  gekocht. Aus  der  dunkelgelben  Lösung wurde  das  Lösemittel  in  vacuo 
entfernt, das erhaltene Rohprodukt (250 mg) in MeOH gelöst und mit Kieselgel (ca. 2 
















68  (525 mg,  1.76 mmol) wurde  in Methanol  (30 mL)  gelöst  und  12 mL wässrige 
NaOH‐Lösung  (12 mL)  zugegeben.  Die  Lösung  färbte  sich  nach  einer  Minute 
gelblich und wurde 12 h bei RT gerührt. Es wurde ges. wässrige NaHCO3‐Lösung (50 
mL)  zugeben  und mit CH2Cl2  (3  x  60 mL)  extrahiert,  die  vereinigten  organischen 
Phasen mit NaHCO3‐Lösung  (50 mL) gewaschen und über MgSO4 getrocknet. Das 
Lösungsmittel wurde  in  vacuo  entfernt und der Feststoff  säulenchromatographisch 
(Ethylacetat/MeOH/NH4OH,  100:1:0.3)  gereinigt. Man  erhielt  3  (200 mg,  74%)  als 
weißen Feststoff. 
 




C3’H),  2.52  (b,  2H, NH2),  1.40  (s,  3H, CH3),  1.34  (s,  3H, CH3);  13C NMR  (75 MHz, 

















































































































wurde  N2H4*H2O  (wässrige,  24%ig,  0.77  g,  15.4 mmol)  zugegeben.  Die  gelbliche 
Lösung wurde 45 min bei 50°C gerührt. Mit Hilfe einer DC‐Kontrolle (Isohexan/EE, 
1:1)  konnte  kein  Umsatz  festgestellt  werden.  Weiteres  N2H4*H2O  (2.30  g,  
71.8 mmol) wurde zugegeben und die Mischung ½ h bei 50°C gerührt. Die wässrige 







wurde  trockenes N2H4*OAc  (1.38  g,  15.4 mmol)  zugegeben. Die  gelbliche  Lösung 






2.11  (s, 12H, 4 OAc), 2.70‐3.00  (m, 1H), 3.90‐4.00  (m, 0.4H, C5α’H), 4.10‐4.17  (m, 3H, 



















Eine  Lösung  von  73  (2.00  g,  5.77  mmol)  in  CH2Cl2  (abs.,  21  mL)  wurde  unter 
Stickstoffatmosphäre  mit  Trichloracetonitril  (5.70  mL,  57.6  mmol)  und  Cs2CO3  
(2.06 g, 6.3 mmol) bei RT versetzt. Die farblose Mischung verfärbte sich orange und 
wurde 1 h lang gerührt. Durch DC‐Kontrollen (Isohexan/Ethylacetat, 1:1) wurde der 
Reaktionsverlauf  verfolgt. Das  Reaktionsgemisch wurde  über Kieselgur  abfiltriert. 




Einer  Lösung  von  73  (1.00  g,  2.87  mmol)  in  CH2Cl2  (abs.,  8  mL)  wurde  unter 
Stickstoffatmosphäre  Trichloracetonitril  (1.40  mL,  17.0  mmol)  und  DBU  (20 μL, 
0.14 mmol)  bei  0°C  tropfenweise  zugegeben.  Das  Reaktionsgemisch  wurde  über 
Nacht  gerührt. Die  gelbe Mischung wurde  im Verlauf der Reaktion  schwarz. Das 








































das Molsieb mit Celite  abgetrennt. Die Reaktionslösung wurde  in CH2Cl2  (20 mL) 
aufgenommen  und  die  organische  Phase wurde mit  ges. wässr. NaCl‐Lösung  (20 









































Das  Kupplungsprodukt  75  (10  mg,  0.01  mmol)  wurde  in  MeOH  (abs.,  4  mL) 
vorgelegt. Anschließend wurde NaOH (2N, 3 mL) hinzugefügt und 8 h lang bei RT 
gerührt. Nach Neutralisation mit HCl (2N, 1.5 mL) wurde das Lösungsmittel in vacuo 
entfernt.  Die  säulenchromatographische  Reinigung  (CH3CN/H2O,  7:3)  lieferte 





































































































rührenden  Lösung  aus  1,3‐Propandiol  (250  g,  329 mol)  und  trockenem Xylol  (2  h 
über  Molsieb  gerührt,  130  mL)  gegeben.  Nach  Lösen  des  Natriums  wurde 
Benzylchlorid (150 g, 1.06 mol) innerhalb von 1 h zugegeben. Die Temperatur durfte 
nicht  über  130°C  steigen.  Die  Reaktionsmischung  wurde  1  h  erhitzt  und  nach 














DMSO  (abs.,  8.4 mL) wurde  in  eine  gekühlte  (‐78°C) Lösung  von Oxalyldichlorid 
(5.6 mL, 64 mmol)  in CH2Cl2  (500 mL) gegeben. Die Lösung wurde 10 min gerührt 
und  es  wurde  3‐Benzyl‐1‐propylalkohol 87  (8.5  mL,  54  mmol)  gelöst  in  CH2Cl2 
(25 mL)  innerhalb von 5 min zugetropft. Nach 15 min wurde Triethylamin  (38 mL) 
zugefügt  und  die  Lösung  5 min  gerührt. Das Acetonbad wurde  entfernt  und  die 
Lösung wurde 30 min bei RT gerührt. Die hellgelbfarbene Lösung wurde mit ges. 




(2 ×  100  mL)  gewaschen.  Die  vereinigten  organischen  Phasen  wurden  mit  ges. 
wässriger  Natriumhydrogencarbonat‐Lösung  (2  ×  50  mL),  ges.  wässriger 





Hz,  3J = 2.0 Hz, CH2CHO), 3.85  (t, 2H,  3J = 6.0 Hz, OCH2CH2), 4.67  (s, 2H, CH2‐Car), 
7.36  (m, 5H, H‐Car), 9.83  (s, 1H, CHO);  13C NMR  (50 MHz,  (CD3)2SO): δ = 44.29  (C‐













gekühlt.  Dimethylsulfoxid  (1.84  mL,  25.9  mmol)  wurde  zügig  tropfenweise 
zugegeben  und  Bromtrimethylsilan  (3.35  mL,  35.9  mmol)  wurde  innerhalb  von 
genau 5 min zugetropft. Die gelbfarbene später rotfarbene Lösung wurde 4 h bei RT 
gerührt  und  eine  feine  Suspension  von  2,4‐Diamino‐6‐hydroxypyrimidin  (3.1  g, 
24.6 mmol)  und  Natriumacetattrihydrat  (3.5  g,  25.1  mmol)  in  Wasser  (40  mL) 
langsam  zugegeben.  Der  Reaktionsansatz  wurde  über  Nacht  gerührt.  Die 










6.04  (s, 2 H, NH2), 6.62  (s, 1 H, HC), 7.26‐7.35  (m, 5 H, H‐Car), 10.23  (s, 1 H, H‐N), 
10.91  (s, 1 H, H‐N);  13C NMR  (75 MHz,  [D6]-DMSO): δ = 64.7  (‐CH2O), 71.2  (OCH2‐
CPh), 98.8 (Cpy), 115.4 (Cpy), 115.9 (Cpy), 126.7 (CPh), 126.9 (CPh), 127.5 (CPh), 127.8 (CPh), 















und  das  Reaktionsgemisch  30 min  schwach  gerührt.  Nach  Abfiltrieren  des 










(H3C‐), 26.7  (H3C‐), 64.0  (C5’), 82.0  (C), 87.2  (C)  , 88.1  (C), 103.2  (C1’), 112.5  (Cq); MS 












in  DMF  (abs.,  6 mL)  wurde  t‐BuMe2SiCl  (2.81  g,  18.6  mmol)  gegeben.  Das 
Reaktionsgemisch  wurde  16  h  bei  RT  gerührt  und  anschließend  H2O  (10  mL) 





Rf = 0.6  (CHCl3/MeOH 10:1);  1H NMR  (200 MHz, CDCl3): δ = 0.06  (s, 6H,  (CH3)2Si), 
0.88 (s, 9H, SiC(CH3)3), 1.25, 1.45 (s, 6H, H3C), 3.59 (d, 2H, H2C5’), 3.95 (t, 3J = 2.75 Hz, 
1H, HC4’), 4.46  (d,  3J = 6.0 Hz, 1H, HC2’), 4.63  (d,  3J = 6.0 Hz, 1H, HC3’), 5.19  (s, 1H, 
HC1’), 6.44 (d, 1H, ‐OH); 13C NMR (75 MHz, CDCl3): δ = ‐5.1, 25.1, 26.2, 26.7, 64.7, 82.2, 






































mmol)  zugegeben.  Die  entstehende  gelbfarbene  Lösung  wurde  bei  65°C  90  min 
erhitzt.  In  einem weiteren  Reaktionsgefäß wurde  KOH  (310.8 mg,  5.55 mmol)  in 




zugegeben.  Nach  weiteren  10  min  wurde  die  Lösung  des  Pyrrolopyrimidins 
hinzugetropft  und  20 min  gerührt.  Es  entsteht  eine  hellgelbe  Suspension. 
Anschließend wurde die Lösung des Chlorzuckers 93 innerhalb von 5 min  langsam 
zugetropft. Die nun dunkelgelbe  Suspension wurde  20 h über Nacht gerührt. Zur 
braunen  Suspension wurde H2O  gegeben  und  1  h  bei  RT  gerührt.  Es wurde mit 
CH2Cl2  (100  mL)  zugegeben,  die  organische  Phase  mit  ges.  wässriger 
Natriumhydrogencarbonatlösung  (60  mL)  gewaschen,  mit  CH2Cl2  (3  ×  100  mL) 
gegengewaschen  und  die  vereinigten  organischen  Phasen  mit  CH2Cl2  NaHCO3‐





































Bei  –78°C wird Natrium  (40 mg)  zugegeben,  es  entstand  eine  dunkelblaufarbene 
Lösung,  die  15 min  gerührt wird.  Das  Benzylnukleosid  95  (110 mg,  0.198 mmol) 
wurde  in  THF  (abs.,  2 mL)  gelöst  zugetropft,  die  blaue  Farbe  durfte  nicht 
verschwinden,  oder  es  musste  erneut  Natrium  zugegeben  werden  und  weitere 



































wässrige  Natriumchlorid‐Lösung  gewaschen  und  über  MgSO4  getrocknet.  Das 







































weitere  30 min  gerührt.  Das  Lösemittel wurde  in  vacuo  entfernt  und  der  braune 






























mit  NaCl‐Lösung  (10  mL)  gewaschen  und  über  MgSO4  getrocknet.  Die 










































































































und Wasser  (40  mL)  gelöst  und  der  gelbe  Niederschlag  wurde  15  min  gerührt. 


















HV  entfernt.  Unter  Eiskühlung  wurde  Eiswasser  (120 mL)  hinzugefügt  und  der 
resultierende  Feststoff wurde  abfiltriert.  Der  pH‐Wert  des  Filtrats wurde mit  aq. 
Ammoniak  (konz.)  auf  pH = 2  gebracht.  Der  Niederschlag wurde  2  h  im  Eisbad 





























99  (200  mg,  0.73 mmol)  wurde  in  POCl3  (2  mL,  13.2  mmol)  suspendiert  und 
Dimethylanilin  (40  μL,  0.33 mmol)  zugegeben.  Die  Suspension wurde  auf  100°C 
erhitzt  und  2.5  h  unter  Rückfluss  gekocht.  Es  entstand  eine  dunkelrot  farbene 
Lösung.  Überschüßges  POCl3  wurde  abdestilliert  und  unter  Eiskühlung  wurde 
Wasser  (0.5 mL) zugegeben und 30 min gerührt. Die hellbraune Suspension wurde 







Rf =  0.80  (CH2Cl2/MeOH,  10:1);  1H NMR  (400 MHz,  [D6]‐DMSO):  δ  =  9.98  (s,  1H, 
NHC(O)), 7.50 (d, J = 3.6 Hz, 1H, NHCHCH), 6.49 (d, J = 3.6 Hz, 1H, CHNH), 1.20 (s, 
9H, C(CH3)3);  13C NMR  (150 MHz,  [D6]‐DMSO):  δ = 188.0, 176.5, 153.4, 152.0, 150.9, 




















Rf = 0.80  (CH2Cl2/MeOH, 20:1);  IR  (neat): 3423  (w) 3205  (m) 2966  (m), 1705  (s), 1600 
(s),  1561  (s),  1430  (s),  1411  (s),  1257  (m),  1159  (m)  cm‐1;  1H NMR  (400 MHz,  [D6]‐
DMSO): δ =12.65 (s, 1H, CHNH), 10.06 (s, 1H, NHC(O)), 7.73 (d, J = 2.4 Hz, 1H, CH), 
1.19 (s, 9H, C(CH3)3); 13C NMR (150 MHz, CDCl3): δ = 180.1, 176.5, 153.2, 152.1, 151.3, 




















N‐O‐Bistrimethylsilylacetamid  (47  μL,  0.19 mmol) und Trimethylsilyltriflat  (37  μL, 
0.21 mmol)  und  zugegeben  und  auf  50°C  erhitzt.  Acetyltribenzoylribofuranose 
(160 mg, 0.32 mmol) wurde  innerhalb von 24 h  in drei Portionen zugegeben. Nach 
Abschluss der Reaktion wurde die Lösung mit CH2Cl2 (10 mL) verdünnt und mit ges. 
wässriger  Natriumhydrogencarbonat‐Lösung  (5  mL)  und  ges.  wässriger  NaCl‐
Lösung  (5 mL)  gewaschen  und  über  MgSO4  getrocknet.  Nach  Entfernen  des 
Lösemittels  in  vacuo  erhielt  man  einen  braunen  Feststoff,  der 































102  (710 mg,  0.86 mmol) wird  in DMF  (abs.,  1 mL) vorgelegt und CsOAc  (500 mg, 




und  über  MgSO4  getrocknet.  Das  Lösemittel  wird  in  vacuo  entfernt  und  das 
Rohprodukt  als  gelb‐braunes  Öl  erhalten.  Das  Rohprodukt  wurde  unter 



















































































gelöst  und  die  rote  Lösung  5  h  bei  RT  gerührt.  Das  Lösemittel  wurde  in  vacuo 
entfernt  und  Ethanol  (2 mL)  zugegeben.  Bei  0°C wurde NaBH4  (5 mg,  0.7 mmol) 
zugegeben  und  die  sich  braun  färbende  Lösung  1  h  bei  0°C  gerührt.  Nach 
Abquenschen mit H2O (0.4 mL) wurde weitere 30 min gerührt. Das Lösemittel wurde 














































und der Rückstand  in H2O  (1 mL)  aufgenommen. Das Produkt wurde durch  eine 
präparative  HPLC  (Rt = 13.0  min,  grad.  0‐10%  Acetonitril  /  H2O  in  45  min,  5μ 
Nucleosil  C18  RP Säule,  0.5 mL/min)  gereinigt.  Das  gereinigte  Produkt  wurde  in 
wenig H2O aufgenommen und Triethylammoniumacetat an der Lyophille entfernt. 
Man  erhielt  198  (6 mg,  45 %)  als  hellgelben  kristallinen  Feststoff. Die  analytischen 
Daten entsprechen den in der Literatur angegebenen Werten. 
 






































































































Natriummethanolat  (3.57  g,  66  mmol)  wurde  in  THF  (abs.,  60  mL)  in  einem 
ausgeheizten  Dreihalskolben  suspendiert.  Bei  0°C  wurde  Methylformat  (4.38  g, 
77 mmol) mit  einer  Spitzenpumpe  innerhalb  1  h  zugetropft. Nach  15 min Rühren 
wurde Chloracetonitril (5 g, 66 mmol) innerhalb 1 h zugetropft. Es wurde 2 h bei 0°C 
und  2 h  bei  RT  gerührt.  Anschließend  wurde  Salzsäure  (konz.,  6  mL)  langsam 
zugetropft,  so dass die Temperatur der  rotfarbenen Lösung nicht über  10°C  stieg. 
Nach Filtration wurde die Lösung in vacuo auf 15 mL eingeengt und direkt mit einer 
Spitze  in die nächste Reaktion eingesetzt. Aus der Lösung wurden 100 μL  in einen 











Natriumacetattrihydrat  (14  g,  110 mmol) und  2,6‐Diaminopyrimidin‐4‐one  (6.66  g, 
5.28 mmol)  wurden  in  Wasser  (110  mL)  gelöst  und  auf  50°C  erhitzt.  Mit  einer 
Spitzenpumpe wurde bei dieser Temperatur 118  innerhalb 1 h bei 50°C zugetropft 
und  anschließend  1  h  bei  der  Temperatur  gehalten.  Anschließend  wurde  die 
Suspension über Nacht bei RT gerührt. Das THF wurde dann  in vacuo entfernt und 





hellgelbfarbenene  Feststoff wurde  in wässriger  KOH‐Lösung  (6N,  50 mL)  gelöst. 
Nach  Zugabe  von  Aktivkohle wurde  die  Suspension  filtriert  und  das  Filtrat mit 

























Rf = 0.3 (MeOH/Ethylacetat, 1:10); IR (neat): 3166 (bs), 1680 (s), 1630(s), 1419 (m), 1064 
(m) cm-1; 1H NMR (200 MHz, [D6]-DMSO): δ = 11.43 (s, 1H, NH), 7.07 (d, 1H, NHCHCH), 
















119  (1.5  g,  8.6  mmol)  wurde  in  Pyridin  (abs.,  10  mL)  vorgelegt  und 
Pivaloylsäurechlorid  (3.10  g,  26  mmol)  zugegeben,  woraufhin  eine  hellgraue 
Suspension  entstand.  Es  wurde  2  h  lang  bei  85°C  gerührt  –  es  bildet  sich  eine 
hellbraune Lösung aus. Beim Abkühlen fällt weißer Niederschlag aus, der abfiltriert 
wird. Es wurde mit NH3  in EtOH neutralisiert und die Lösung über Nacht bei 4°C 





7.94  (s, 1H, CH), 11.00  (s, 1H, NH), 12.11  (s, 1H, NH), 12.65(s, 1H, NH);  13C NMR 
(150 MHz, [D6]‐DMSO): δ = 25.64 (CH3), 85.54 (CPy), 102.34 (CPy), 114.54 (CPy), 123.23 
(CPy), 129.58 (CN), 147.76 (C2), 155.04 (C6), 180.39 (C=O); MS (FAB+, NBA) m/z (%):: 



















und  der  dunkelrote  Rückstand  mit  Eis  (ca.  5  g)  versetzt,  sowie  mit 
Ammoniumhydroxid‐Lösung  auf  pH=4  gebracht.  Der  hier  ausfallende  orange 
Feststoff  wurde  abfiltriert  und  mit  eiskaltem  Wasser  (10  mL)  gewaschen.  Das 





120  (200  mg,  772  mmol)  wurde  in  Acetonitril  (1.2  mL)  vorgelegt  und 
N,N‐Dimethylanillin  (413 μL,  3.28  mmol),  POCl3  (716  μL,  7.72  mmol)  und 
Triethylbenzylammoniumchlorid  (TEBA, 88 mg, 0.386 mmol) zugegeben. Die gelb‐
weisse  Suspension wurde  1  h  lang  bei  90°C unter Rückfluss  gekocht, wobei  nach 
bereits  5  min  eine  gelbe  Lösung  vorlag.  Das  Lösemittel  sowie  überschüssiges 
Phosphorylchlorid  wurde  in  vacuo  entfernt,  der  ölige  Rückstand  1  h  lang  mit 
Eiswasser hydrolisiert und mit konz. NH3 auf pH = 4 gebracht, wobei  ein weisser 
Niederschlag  ausfiel.  Der  weiss‐rosa  Niederschlag  wurde  abfiltriert,  mit  wenig 
Wasser gewaschen, in MeOH gelöst und in wenig Kieselgel (ca. 1 g) aufgenommen. 

























121  (25 mg,  0.09 mmol)  und NaH  (in Mineralöl)  (3.6 mg,  0.09 mmol) wurden  in 
Acetonitril  (abs.,  2.7  mL)  vorgelegt.  In  der  gelben  Lösung  war  eine  sofortige 
Gasentwicklung  zu  beobachten. Nach  1  h wurde  24  (15 mg,  0.045 mmol)  in  THF 
(abs.,  0.2 mL)  zugegeben  und  über  Nacht  bei  RT  gerüht,  wobei  sich  eine  gelbe 
Suspension ausbildete. Das Lösemittel wurde  in vacuo entfernt, mit Wasser (10 mL), 
Ethylacetat  (2  ×  20  mL)  und  NaCl‐Lösung  (10  mL)  extrahiert  und  über  MgSO4 
getrocknet.  Das  Rohprodukt  wurde  in  Kieselgel  aufgenommen  und 
säulenchromatographisch  (Isohexan/Ethylacetat  10:1)  aufgereingt. Man  erhielt  122 
als dunkles Öl (16 mg, 16%). 
 
Rf  = 0.85  (Isohexan/Ethylacetat);  1H NMR  (400 MHz,  [D6]‐DMSO):  δ  =  ‐0.16  (s,  3H; 
Me2Si),  ‐0.13  (s,  3H, Me2Si),  0.73  (s,  9H,  tBu),  1.22  (s,  9H, COC(CH3)3),  1.32  (s,  3H, 
CH3), 1.51  (s, 3H, CH3), 3.64  (dd,  J=11Hz,  J= 5Hz, HC5’), 3.67  (dd,  J=11 HZ,  J=6 Hz, 
1H, HC5’), 4.12 (ddd, J=6 Hz, J=5 Hz, J=4 Hz, 1H, HC4’), 5.21 (dd, J=6 Hz, J= 4 H, 1H, 
HC3’), 5.45  (dd,  J=6 Hz,  J= 1Hz, 1H, HC2’), 6.25  (d,  J= 1Hz, 1H, HC1’), 8.64  (s, 1H, 























0.85 mmol), DABCO  (32 mg,  0.28 mmol)  sowie  Triethylamin  (117  μL,  0.85 mmol) 
zugegeben. Die schwach gelb gefärbte Lösung wurde zwei Stunden bei RT gerührt, 
wobei  sich nach kurzer Zeit eine  stark gelbe Lösung ausbildet. Anschließend wird 
mit Wasser  (4 mL)  abgequenscht, mit  Ethylacetat  (2  ×  30 mL)  extrahiert, mit  ges. 
wässrige  NaCl‐Lösung  (ca.  25 mL)  gewaschen  und  über MgSO4  getrocknet.  Das 





1606  (s), 1542  (m), 1250  (m), 1077  (s), 833  (s), 780  (s) cm‐1;  1H NMR  (200 MHz,  [D6]‐
DMSO):  δ  =  0.02  (s,  6H, DMSi),  0.85  (s, 9H,  tBuSi),  1.25  (s,  9H,  tBu),  3.74  (m,  2H, 
HC5´). 4.14 (q, 1H, J=4.1Hz, HC4´), 4.96 (dd, 1H, J=3.6 Hz, J=6.4 Hz, HC3´), 5.14 (dd, 
1H, J=2.2 Hz, J=6.4 Hz, HC2´), 6.25 (d, 1H, J = 2.2 Hz, HC1´), 8.13 (s, 1H, HC8), 11.07 
(s, 1H, HN1), 12.22  (s, 1H, NHAc);  13C NMR  (100 MHz,  [D6]‐DMSO):  δ =  ‐5.6,  ‐5.4, 
18.0, 15.2, 15.7, 26.2, 26.9, 40.6, 63.0, 80.4, 83.9, 86.3, 87.2, 88.2, 103.0, 113.3, 114.2, 129.7, 




















123  (18.0  mg,  0.03  mmol)  wurde  in  Wasser  (0.15  mL)  gelöst  und  mit 
Trifluoressigsäure  (0.35 mL) bei 0°C versetzt. Die Mischung wurde  für 4 h bei 0°C 
gerührt  und  anschließend  das  Lösungsmittel  unter  Eiskühlung  am  Hochvakuum 
entfernt. Nach dem Lösen des Rohprodukts in Wasser (2 mL) wurde 10 min bei RT 







12Hz),  J=4Hz, 1H, HC5’), 3.6  (dd,  J=12 Hz,  J=4 Hz, 1H, HC5’), 3.9  (ddd,  J=4 Hz,  J=4 
Hz, J=3 Hz, 1H, HC4’), 4.1 (dd, J=4 Hz, J=1 Hz, 1H, HC3’), 4.3 (dd, J=6 Hz, J=5 Hz, 1H, 
HC2’),  6.1  (d,  J=6 Hz,  1H, HC1’),  8.2  (s,  1H, HCPyr),  11.1  (s,  1H, HN);  13C NMR 




























(w), 1104  (m), 775  (m) cm‐1;  1H NMR  (400 MHz,  [D6]‐DMSO): δ = 3.50  (dd,  J= 12Hz, 
J=4Hz, 1H, HC5’), 3.57 (dd, J=12 Hz, J=4 Hz, 1H, HC5’), 3.82 (ddd, J=4 Hz, J=4 Hz, J=4 
Hz,  1H, HC4’),  4.03  (dd,  J=5 Hz,  J=4 Hz,  1H, HC3’),  4.28  (dd,  J=6 Hz,  J=5 Hz,  1H, 






























Das  Lösungsmittel wurde  in  vacuo  entfernt  und  das  Reaktionsprodukt  in Wasser 
aufgenommen. Die Lösung wurde filtriert und das Produkt durch präparative HPLC 
aufgereinigt  (Puffer  A:  0.1  M  Triethylamin/Eisessig  in  Wasser,  Puffer  B:  0.1  M 
Trethylamin/Eisessig  in 20% Wasser und 80% Acetonitril, Gradient: 100%A, 0%B? 
80%A,  20%B  in  45  min,  Retentionszeit  =  22.2  min,  Nukleosil  100‐7  C18).  Das 
Lösungsmittel  wurde  in  vacuo  entfernt.  Der  resultierende  Feststoff  wurde  in 
Ethylacetat  aufgenommen  und  das  Lösungsmittel  in  vacuo  entfernt. Dies wurde  5 
Mal wiederholt. Es wurde Archaeosin 126 (3 mg) als farbloses Öl isoliert.  
 
Rf = 0.57 (Isopropanol/Wasser/Essigsäure 5:1:1); 1H NMR (400 MHz, [D6]-DMSO): δ = 3.49 
(d, J= 12Hz, 1H, HC5’), 3.56 (d, J=12 Hz, J=4 Hz, 1H, HC5’), 3.82 (m, 1H, HC4’), 4.03 (m, 
1H, HC3’), 4.20 (d, J=6 Hz, 1H, HC2’), 5.88 (d, J=6 Hz, 1H, HC1’), 6.98 (s, 2H, NH2), 8.15 





























































Natriummethanolat  (3.57  g,  66  mmol)  wurde  in  THF  (abs.,  60  mL)  in  einem 
ausgeheizten  Dreihalskolben  suspendiert.  Bei  0°C  wurde  Methylformat  (4.38  g, 
77 mmol) mit  einer  Spitzenpumpe  innerhalb  1  h  zugetropft. Nach  15 min Rühren 
wurde Chloracetonitril (5 g, 66 mmol) innerhalb 1 h zugetropft. Es wurde 2 h bei 0°C 




zugetropft,  so dass die Temperatur der  rotfarbenen Lösung nicht über  10°C  stieg. 
Nach Filtration wurde die Lösung in vacuo auf 15 mL eingeengt und direkt mit einer 
Spitze  in die nächste Reaktion eingesetzt. Aus der Lösung wurden 100 μL  in einen 
separaten Kolben  transferiert  und  das  LM  in  vacuo  entfernt. Man  erhielt  132a  als 
dunkelrotfarbenes Öl. 
Natriumacetattrihydrat  (14  g,  110 mmol) und  2,6‐Diaminopyrimidin‐4‐one  (6.66  g, 
5.28 mmol)  wurden  in  Wasser  (110  mL)  gelöst  und  auf  50°C  erhitzt.  Mit  einer 
Spitzenpumpe wurde bei dieser Temperatur 132a innerhalb 1 h bei 50°C zugetropft 
und  anschließend  1  h  bei  der  Temperatur  gehalten.  Anschließend  wurde  die 
Suspension über Nacht bei RT gerührt. Das THF wurde dann  in vacuo entfernt und 




































Pd/C  (20 mg) wurde  hinzugefügt  und  die Reaktion  unter H2‐Atmosphäre  (50  psi) 
24 h gerührt. Die Reationsmischung wurde abfiltriert, mit DMF gewaschen und die 
Lösungsmittel  in vacuo entfernt. Der rote Feststoff wurde  in DMF  (8 ml) gelöst und 
(Boc)2O  (73 mg, 0.33 mmol) und NEt3  (46  μL, 0.33 mmol) hinzugefügt. Die Lösung 
wurde 16 h bei RT gerührt und anschließend mit wässrige NaHCO3‐Lösung (10 ml), 
CH2Cl2  (4  ×  10 ml)  gewaschen.  Die  vereinigten  organischen  Phasen  wurden  mit 
NaCl‐Lösung  (10 ml)  gewaschen  und  über MgSO4  getrocknet.  Das  Lösungsmittel 

















Nach Trocknen über MgSO4 wurde das LM  in  vacuo  entfernt und man  erhielt  ein 






















Boc‐aminomethyldesazaguanin  134  (13  mg,  0.046  mmol)  wurde  bei  0°C  in 
Trifluoessigsäure  (1 mL) gelöst, weitere  5 min bei  0°C und  2 h bei RT gerührt. Es 











X‐ray  Kristallstruktur  von  preQ1  (131):  C20H25F9N20O10,  M  =  736.50,  Eigenschaft: 
gelbes Plättchen, Kristallgröße: (mm) = 0.13 × 0.43 × 0.47, triklinisch, Raumgruppe P‐1 
(Nr.  2),  a = 8.5290(17),  b  =  10.870(2),  c  =  16.646(3) Å,  α =  88.01(3),  β =  78.82(3),  γ = 
84.02(3)°, V = 1505.6(5) Å3, T  =  295(2)K, Z  =  2, λ(Mo‐K)  =  0.71073 Å,  5587  einzelne 
Reflektionen  (Ri  =  0.0174) und  3635 beobachtete Reflektionen mit  I  >  2σ(I). Die R‐
Werte sind R1 = 0.0581 und wR2 (F2) = 0.1311 für die gemessen Reflektionen mit 529 















Zu  einer  Lösung  vom  Phthalimidpropanol  (15  g,  24.6 mmol)  in CH2Cl2  (300 mL) 
wurde  Pyridiniumchlorochromat  (30  g,  48.8 mmol)  gegeben  und  2  h  gerührt. Die 
dunkelbraunfarbene  Lösung wurde  über Celite  abfiltriert  und  das  Filtrat  in  vacuo 


























gekühlt. Dimethylsulfoxid  (1.84 mL,  25.9 mmol) wurde  in  5 min  zugegeben  und 
Bromtrimethylsilan  (3.35  mL,  35.9  mmol)  wurde  innerhalb  von  genau  5  min 
zugetropft.  Die  gelbfarbene  Lösung  wurde  4 h  bei  RT  gerührt  und  eine  feine 
Suspension  von  2,4‐Diamino‐6‐hydroxypyrimidin  (3.1  g,  24.6  mmol)  und 
Natriumacetattrihydrat  (3.5  g,  25.1 mmol)  in Wasser  (80 mL)  langsam  zugegeben. 
Der  Reaktionsansatz  wurde  über  Nacht  gerührt.  Die  hellrosafarbene  Suspension 
wurde abfiltriert und  in der Glasfritte mit wenig H2O und Aceton gewaschen und 







H‐N).  13C NMR  (150 MHz,  [D6]‐DMSO):  δ = 27.9; 28.3; 35.0; 37.9; 98.4; 114.0; 123.2; 
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